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II. RESUMEN 
La respuesta inmune contra Trichinella spiralis (T. spiralis) a nivel intestinal depende de 
las células T-CD4+, las cuales pueden suprimir o promover la respuesta inflamatoria 
mediante la síntesis de diversas citocinas, polarizando de manera inicial a una respuesta 
inmune de tipo Th (helper)-1 y posteriormente de tipo Th2, favoreciendo el desarrollo de 
la inmunopatología intestinal. En este contexto, los glucocorticoides (GC) son la 
farmacoterapia para la respuesta inflamatoria intestinal en la trichinellosis. Sin embargo, 
su uso terapéutico está limitado, ya que estudios han mostrado que el tratamiento con GC 
suprime el sistema inmune del hospedero, favoreciendo la infección por T. spiralis. En la 
búsqueda de nuevas estrategias farmacológicas que inhiban la respuesta inmune Th1 
(proinflamatoria) y ayuden al hospedero contra la infección, estudios recientes mostraron 
que la resiniferatoxina (RTX) tuvo actividad antiinflamatoria, la cual disminuyó la 
producción del factor de necrosis tumoral (TNF)-α, prostaglandina (PG)-E2 y óxido nítrico 
(NO), así como el número de eosinófilos en sangre, asociado con la disminución de la 
patología intestinal y carga parasitaria muscular. Con base a estos resultados el objetivo 
de esta investigación fue evaluar si la RTX modula las respuestas inmunes Th1/Th2, 
protegiendo al hospedero frente a la infección por T. spiralis. Durante la fase intestinal de 
la infección se determinaron los niveles de citocinas Th1, como la interleucina (IL)-12, 
IL-1β, interferón (INF)-γ y TNF-α, y citocinas Th2, como la IL-4, IL-10 e IL-13. Así 
mismo, se determinó el número de eosinófilos en sangre, eosinofilia y mastocitosis 
intestinal, y se evaluó la expulsión intestinal de adultos de T. spiralis. En fase muscular se 
determinó la implantación, carga parasitaria y viabilidad de T. spiralis. Como resultado, 
el tratamiento con RTX mostró un efecto modulador, regulando a la baja los niveles de 
citocinas Th1, favoreciendo la síntesis de citocinas Th2, con una disminución del número 
de eosinófilos en sangre y tejido intestinal, con un aumento en la mastocitosis intestinal, 
favoreciendo la expulsión intestinal de T. spiralis con la consecuente disminución de carga 
parasitaria y afectado la viabilidad de T. spiralis. Estos resultados demuestran que la RTX 
es capaz de modular las respuestas inmunes Th1/Th2, contribuyendo a la protección del 
hospedero frente a la infección por T. spiralis, lo cual coloca a la RTX como una nueva 
droga potencial para la modulación de la respuesta inmune. 
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III. ABSTRACT 
The immune response to Trichinella spiralis (T. spiralis) at the intestinal level depends 
on the CD4+ T cells, which can both suppress or promote inflammatory response through 
the synthesis of diverse cytokines, initially polarizing a type Th (helper)-1 immune 
response and later type Th2, favoring the development of intestinal immunopathology. In 
this context, the glucocorticoids (GC) are the pharmacotherapy for the intestinal 
inflammatory response in trichinellosis. However, its therapeutic use is limited, since 
studies have shown that GC treatment suppresses the host immune system, favoring T. 
spiralis infection. In the search for novel pharmacological strategies that inhibit the Th1 
immune response (proinflammatory) and assist the host against infection, recent studies 
showed that resiniferatoxin (RTX) had anti-inflammatory activity, which decreased the 
production of tumor necrosis factor (TNF)-α, prostaglandin (PG)-E2 and nitric oxide 
(NO), as well as the number of eosinophils in the blood, associated with decreased 
intestinal pathology and parasite muscle burden. Based on these results, the objective of 
this research was to evaluate whether RTX modulates both Th1/Th2 immune responses, 
protecting the host against T. spiralis infection. During the intestinal phase of infection, 
the levels of Th1 cytokines, such as interleukin (IL)-12, IL-1β, interferon (INF)-γ and 
TNF-α and Th2 cytokines, such as IL-4, IL-10 and IL-13 were determined. Likewise, the 
number of eosinophils in blood, eosinophilia and intestinal mastocytosis were determined, 
and the intestinal expulsion of T. spiralis was evaluated. In the muscular phase, the 
implantation, parasitic burden and viability of T. spiralis were determined. As results, 
RTX treatment showed a modulatory effect, downregulating Th1 cytokine levels, favoring 
the synthesis of Th2 cytokines, with a decrease in the number of eosinophils in both blood 
and intestinal tissue, with an increase in intestinal mastocytosis, favoring the intestinal T. 
spiralis expulsion, with the consequent decrease of the parasite burden and affected the 
viability of T. spiralis. These results demonstrate that RTX is capable to modulate both 
Th1/Th2 immune responses, contributing to host protection against T. spiralis infection, 
which places RTX as a novel potential drug for the modulation of the immune response. 
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IV. INTRODUCCIÓN 
Cerca de una tercera parte de la población mundial está infectada con parásitos nematodos, 
lo que actualmente los hace uno de los agentes infecciosos de mayor prevalencia en el 
mundo, responsables de muchas enfermedades tanto en humanos como en animales 
(Hotez et al. 2008). Con la finalidad de mantener su ciclo de vida, los parásitos nematodos, 
establecen infecciones crónicas asociadas con una significativa regulación a la baja de la 
respuesta inmune (Maizels y Yazdanbakhsh 2003; Elliott et al. 2007; Van Die y 
Cummings 2010), causando infecciones crónicas que impactan de manera importante en 
la salud del hospedero (Zaph et al. 2014). 
La trichinellosis es una enfermedad parasitaria zoonótica-cosmopolita causada por los 
parásitos nematodos del género Trichinella (Bruschi 2012; Krivokapich et al. 2012). En 
el humano, la trichinellosis se adquiere por la ingestión de carne infectada con larvas 
infectantes (L1) de T. spiralis (Murrell 2016). Estas L1 invaden los enterocitos del 
intestino delgado del hospedero, donde maduran a gusanos adultos hembra y macho, para 
después producir larvas recién nacidas (LRN), dando lugar a la fase intestinal de la 
infección (Theodoropoulos y Petrakos 2010). Posteriormente, estas LRN invaden las 
células musculares para desarrollarse nuevamente a L1, dando lugar a la fase muscular de 
la infección, y así completar su ciclo de vida (Wu et al. 2008). Debido a que todo el ciclo 
de vida de T. spiralis se completa en un solo hospedero, la infección representa un gran 
desafío para el sistema inmune, el cual está bajo la influencia de los componentes 
antigénicos del parásito en cada etapa de su ciclo de vida (Nagano et al. 2009), creando 
un ambiente que favorece su supervivencia, a través de la modulación de la respuesta 
inmune (Gruden-Movsesijan et al. 2011; Ilic et al. 2011). 
La infección por T. spiralis se caracteriza por la inducción de una respuesta inmune 
temprana de tipo Th1 al inicio de la fase intestinal, con el subsecuente predominio de una 
respuesta inmune de tipo Th2, lo que resulta en una mezcla de ambas respuestas inmunes 
Th1/Th2 (Ilic et al. 2012; Ashour 2013), dependientes de las células T-CD4+ (Bruschi y 
Chiumiento 2012). El incremento de la síntesis de citocinas Th1 (proinflamatorias) 
(Stadnyk y Kearsey 1996; Ishikawa 1998), junto con la hiperplasia de mastocitos y 
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eosinófilos (Appleton y Romaris 2001), resultado de la respuesta inmune Th2, favorecen 
la evolución de la respuesta inflamatoria, desarrollando la inmunopatología intestinal, lo 
que perjudica al hospedero (Lawrence et al. 1998, 2000). 
Con la finalidad de disminuir la respuesta inflamatoria y a su vez la inmunopatología, 
ambas asociadas a la infección, la farmacoterapia utilizada en la trichinellosis es a través 
del uso de fármacos antiinflamatorios de tipo esteroideo, como los GC (Dupouy-Camet et 
al. 2002; Shimoni et al. 2007). Sin embargo, a pesar de ser potentes fármacos 
antiinflamatorios, el uso terapéutico de los GC en la trichinellosis está limitado, debido a 
que estudios han mostrado que el tratamiento de la respuesta inflamatoria con GC suprime 
el sistema inmune del hospedero, favoreciendo la infección por T. spiralis (Bozic 2000). 
Ante esta problemática terapéutica, surge la necesidad de investigar nuevas estrategias 
farmacológicas que modulen ambas respuestas inmunes Th1/Th2, de manera que 
disminuyan la respuesta inflamatoria y la inmunopatología intestinal, protegiendo de este 
modo al hospedero frente a la infección por T. spiralis. Por lo que el propósito de esta 
investigación fue evaluar el potencial terapéutico de la RTX, como modulador de las 
respuestas inmunes Th1/Th2 en la fase intestinal, de manera que proteja al hospedero 
frente a la infección por T. spiralis, ya que estudios previos mostraron que la RTX tuvo 
actividad antiinflamatoria (Singh et al. 1996; Chen et al. 2003; Ueda et al. 2008; Gutiérrez-
Coronado et al. 2012), asociada con la disminución de la patología intestinal y carga 
parasitaria muscular de T. spiralis (Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
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V. ANTECEDENTES 
5.1. Trichinellosis: Perspectiva actual 
Actualmente, más de mil millones de personas están infectadas por parásitos nematodos 
gastrointestinales (GI) en todo el mundo (Grencis et al. 2014), haciéndolos uno de los 
agentes infecciosos más prevalentes, responsables de muchas enfermedades tanto en 
animales como en humanos (McSorley y Maizels 2012), siendo así un problema de salud 
mundial (Maizels et al. 2012). La investigación en estas infecciones parasitarias no sólo 
es de relevancia directa para la salud humana y animal, sino también porque presentan un 
reto constante e importante para el sistema inmune del hospedero, especialmente a través 
del tracto intestinal (Zaph et al. 2014), ya que, tanto en humanos como en animales, los 
nematodos-GI establecen infecciones crónicas asociadas con una significativa regulación 
a la baja de la respuesta inmune (Maizels y Yazdanbakhsh 2003; Elliott et al. 2007). 
Las especies del parasito nematodo del género Trichinella causan la enfermedad 
denominada trichinellosis (Bruschi y Chiumiento 2012), la cual es una enfermedad 
parasitaria zoonótica, ya que resulta del consumo de carne cruda o poco cocida de 
animales infectados (Laverde et al. 2009). Hasta ahora, se han descrito 12 especies, las 
cuales se dividen en dos clados: 1) el clado de las especies encapsuladas (T. spiralis, T. 
nativa, T. britovi, T. nelsoni, T. murrelli y T. patagoniensis, T6, T8 y T9); y 2) el clado de 
las especies no encapsuladas (T. pseudospirallis, T. papuae y T. zimbawensis) (Pozio 
2007; Krivokapich et al. 2012; Pozio y Zarlenga 2013). 
La trichinellosis es una enfermedad parasitaria que se caracteriza por tener una amplia 
gama de hospederos y distribución geográfica (Gottstein et al. 2009; Bruchi 2012). Según 
la Organización Mundial de la Salud (WHO, por sus siglas en inglés) hasta el año del 2009 
se registraron más de 65, 000 casos de trichinellosis en el mundo, con más de 42 casos 
fatales (Berger 2017a) en las regiones de América, África, sur de Asia y Europa (Pozio y 
Zarlenga 2013; Pozio 2014), debido a su alta infectividad (Figura 1). Sin embargo, se 
estima que actualmente 11 millones de humanos en el mundo están infectados por las 
especies de Trichinella, principalmente por T. spiralis (Berger 2017a). 
4 
 
 
Figura 1. Distribución mundial de Trichinella spp. Casos reportados (más de 65, 000) a nivel mundial 
de trichinellosis causada por las especies del parásito del género Trichinella. Figura traducida 
del inglés al español (Berger 2017a). 
En julio del año 2014 la Organización de las Naciones Unidas para la Alimentación y la 
Agricultura (FAO, por sus siglas en inglés) junto con la WHO, publicaron una lista con 
los 10 principales parásitos transmitidos por los alimentos, que afectan a la salud de 
millones de personas cada año en todo el mundo, infectando tejidos musculares y órganos, 
causando serios problemas de salud. T. spiralis ocupó el séptimo lugar, por debajo de 
parásitos de importancia médica como Taenia solium (T. solium), Toxoplasma gondii (T. 
gondii) y Entamoeba histolytica (E. histolytica), por lo cual, actualmente la trichinellosis 
sigue siendo una enfermedad parasitaria transmitida por alimentos (EPTA) de gran 
importancia médica a nivel mundial (FAO/WHO 2014). 
En México la trichinellosis humana se produce con frecuencia a partir del consumo de 
carne de cerdo cruda o mal cocida (Pozio 2007; Chávez et al. 2011). En general en México 
se tiene poco conocimiento de la enfermedad, y en los estudios epidemiológicos existentes 
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por histopatología post mortem de humanos, se han observado prevalencias del 50%, 
mientras que en hospitales es de 4 al 15% (SINAVE 2016). 
Figura 2. Distribución de Trichinella spiralis en México. A) Número de casos reportados e informados 
de trichinellosis en México (Tasa por cada 100, 000 habitantes, del periodo de 1988 al 2012). B) 
Distribución geográfica de brotes registrados de trichinellosis en al menos 17 Estados del País. 
C) Comparación de la trichinellosis entre México, Estados Unidos de América y Canadá del 
periodo de 1947 al 2007. Figura elaborada por Muñoz-Carrillo José Luis. Figuras A y C 
traducidas del inglés al español (Berger 2010, 2017b; SINAVE 2016; Ortega-Pierres 2017). 
Desde 1952 hasta la fecha se han reportado más de 800 casos de trichinellosis humana en 
por lo menos 17 estados del país como Sonora, Chihuahua, Durango, Nuevo León, 
Colima, Jalisco, San Luis Potosí, Zacatecas, Veracruz, Guanajuato, Aguascalientes, 
Querétaro, Estado de México, Oaxaca, Michoacán, Guerrero y el Distrito Federal (Figura 
2AB) (Berger 2017b; SINAVE 2016; Ortega-Pierres 2017). 
En los últimos años, las tasas reportadas de trichinellosis en México se han reducido a 
niveles que son comparables a los de Estados Unidos. De hecho, Canadá ahora reporta 
una de las tasas más altas de América del Norte (Figura 2C) (Berger 2010). 
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5.2. Ciclo biológico de Trichinella spiralis 
James Paget, estudiante de medicina en el hospital de San Bartolomé en Londres, 
Inglaterra, observó un parásito en el músculo del diafragma de un paciente italiano de 51 
años que había muerto por tuberculosis. Posteriormente, el zoólogo británico Richard 
Owen en 1835 estudió porciones de tejido muscular del caso Paget y le dio el nombre de 
T. spiralis (Owen 1835). Los parásitos adultos de T. spiralis fueron descubiertos por 
Rudolf Virchow en 1859 y Friedrich Zenker en 1860, quien finalmente reconoció la 
importancia clínica de la infección y llegó a la conclusión de que los humanos se infectan 
al comer carne cruda infectada con el parásito (Cox 2002). 
 
Figura 3. Ciclo biológico de Trichinella spiralis. 1) Ingestión de carne infectada con L1. Fase 
intestinal. 2) Liberación de las L1 en el estómago. 3) Migración de las L1 al intestino delgado 
y maduración a parásitos AD hembra y macho. 4) Reproducción y liberación de NBL. Fase 
muscular. 5) Migración de las NBL e invasión de células musculoesqueléticas para 
desarrollarse nuevamente a un estadio de L1 formando la CN. Figura elaborada por Muñoz-
Carrillo José Luis, referencias citadas en el texto. 
7 
 
La principal característica de la epidemiología de T. spiralis es su transmisión obligatoria 
por ingestión de carne infectada (Bruschi y Murrell 2002; Murrell 2016). T. spiralis es un 
parásito nematodo, que cuando infecta a un hospedero, su ciclo biológico inicia por la 
liberación de L1 de T. spiralis en el estómago, las cuales después invaden el intestino 
delgado. De 10 a 30 horas post-infección (p.i.) las L1 van a madurar a parásitos adultos 
hembra y macho para después, aproximadamente 1 semana p.i., producir las LRN 
(Theodoropoulos y Petrakos 2010), dando lugar a la fase intestinal de la infección 
(Moreno et al. 2009). Posteriormente, estas LRN migraran principalmente por torrente 
sanguíneo invadiendo las células musculoesqueléticas para desarrollarse nuevamente a un 
estadio de L1 formando la célula nodriza (CN), aproximadamente de 21 a 32 días p.i., 
dando lugar a la fase muscular de la infección, y así completar su ciclo de vida (Figura 3) 
(Wu et al. 2008; Moreno et al. 2012). 
5.3. Antígenos inmunógenos de Trichinella spiralis 
La infección con T. spiralis representa un gran desafío para el sistema inmune del 
hospedero, ya que está bajo la influencia de los componentes antigénicos que se producen 
en cada una de las etapas del ciclo biológico del parásito (Gruden-Movsesijan et al. 2011). 
Estos antígenos son de particular interés, ya que inducen una respuesta inmune protectora 
y son útiles en el diagnóstico en la trichinellosis tanto en humanos como en animales. 
Estos antígenos han sido nombrados T. spiralis larvae group (TSL)-1, y son liberados 
(secretados y/o excretados) por las L1 en el epitelio intestinal, al inicio de la fase intestinal, 
y de nuevo en la fase muscular de la infección al formarse el complejo L1-CN (Ortega-
Pierres et al. 1996; Appleton y Romaris 2001; Yépez-Mulia et al. 2007). 
Los antígenos TSL-1 son glicoproteínas de 43, 53 y 45 kiloDaltones (kDa) de los 
productos de excreción-secreción (E/S) de las L1 de T. spiralis (Bolás-Fernandez y Corral 
2006), los cuales son blancos de anticuerpos que median la inmunidad protectora contra 
T. spiralis, que reconocen sus residuos de tivelosa (Reason et al. 1994; Yépez-Mulia et al. 
2007; Nagano et al. 2009). Técnicas inmunohistoquímicas han detectado antígenos TSL-
1 en la superficie de las L1, en los esticocitos-α y en los productos de E/S (Appleton y 
Romaris 2001). 
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5.3.1. Glicoproteína de 43-kDa 
Gold et al. aislaron la glicoproteína de 43-kDa de los productos de E/S de las L1 de T. 
spiralis (Gold et al. 1990). Posteriormente, Su et al. caracterizaron, clonaron y expresaron 
está glicoproteína de 43-kDa en Escherichia coli (E. coli) (Su et al. 1991). Se cree que la 
glicoproteína de 43-kDa puede ser la responsable de la formación de la CN, después de la 
entrada de las LRN a las células musculares, ya que el gen que codifica esta proteína de 
43-kDa es expresado antes y después de la formación de la CN, pero no en parásitos 
adultos de T. spiralis (Wu et al. 2002). Además, se ha observado que diversas isoformas 
del gen de 43-kDa han sido expresadas por L1 inmaduras (Mitreva et al. 2004). Así 
mismo, se demostró que la producción del ácido ribonucleico mensajero (ARNm) 
transcrito del antígeno de 43-kDa se limita a la fase muscular en L1, dentro del esticocito-
α. También se ha detectado en el núcleo y plasma de la CN, por lo cual, se cree que está 
involucrado en su formación (Yépez-Mulia et al. 2007; Nagano et al. 2009). 
5.3.2. Glicoproteína de 53-kDa 
Zarlenga y Gamle identificaron los genes que codificaban la glicoproteína de 53-kDa de 
T. spiralis, y posteriormente elucidaron la secuencia completa y caracterizaron el gen 
(Zarlenga y Gamble 1990, 1995). Este gen que codifica la glicoproteína de 53-kDa de T. 
spiralis es expresado por las L1 post-CN y en parásitos adultos de T. spiralis, pero no por 
la larva pre-CN ni por las LRN (Wu et al. 2002; Romarís et al. 2002). Esta proteína está 
presente en los β-gránulos, pero no los α-gránulos de las L1, después de la formación de 
la CN (Yépez-Mulia et al. 2007). En parásitos adultos de T. spiralis, esta proteína está 
presente dentro de los gránulos de esticosoma de tipo I. Estos datos indican que la proteína 
de 53-kDa no es responsable de la transformación de la célula muscular ni de la formación 
de la CN, pero juega algún papel en la comunicación del parasitismo y la modulación de 
la respuesta inmune del hospedero (Nagano et al. 2009). 
5.3.3. Glicoproteína de 45-kDa 
Arasu et al. revelaron que la proteína secretada de 45-kDa es una glicoproteína que 
contiene tivelosa y está presente en los β- y α-esticosomas de los órganos secretores de las 
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L1. El gen que codifica está proteína pertenece a una familia de genes presentes en un 
ácido desoxirribonucleico (ADN) simple que codifica a diversas proteínas de un rango de 
40-50 kDa (Arasu et al. 1994). 
Los antígenos TSL-1 se han asociado al desarrollo de la respuesta inflamatoria aguda, 
durante la fase intestinal de la infección, mientras que más tarde, en la fase muscular, 
mantienen una relación cruzada con el hospedero (Beiting et al. 2007; Chávez et al. 2017). 
5.4. Respuesta inmune intestinal en la infección por Trichinella spiralis 
La primera barrera de defensa durante la infección intestinal por nematodos-GI es la capa 
de moco secretada por el intestino del hospedero, ya sea en una fase larvaria durante el 
proceso infeccioso temprano o como parásitos adultos durante la fase reproductiva de la 
infección. Así, los nematodos-GI interactuarán con la capa de moco y en muchos casos 
tendrán que atravesarla para llegar a la capa epitelial y así prosperar y reproducirse dentro 
de ella (Grencis et al. 2014). 
El inicio de la fase intestinal de la infección por T. spiralis se caracteriza por la inducción 
de una respuesta inmune temprana de tipo Th1, con el subsecuente predominio de una 
respuesta inmune de tipo Th2, lo que resulta en una mezcla de ambas respuestas inmunes 
Th1/Th2 (Ilic et al. 2012; Ashour 2013), dependientes de las células T-CD4+ (Bruschi y 
Chiumiento 2012). Estas células T-CD4+ pueden funcionar como células presentadoras de 
antígeno y tener un papel clave en el establecimiento del entorno de citocinas en el 
ambiente intestinal, dirigiendo de este modo, su diferenciación ya sea suprimiendo o 
favoreciendo la respuesta inflamatoria a nivel intestinal, la cual es crucial para la expulsión 
y eliminación del parásito (Cieza et al. 2012). 
5.4.1. Respuesta inmune Th1: Respuesta inflamatoria 
Durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis la polarización de las células T 
hacía una respuesta inmune celular de tipo Th1 depende del tipo de señal derivada de las 
células dendríticas. Las células dendríticas representan de manera importante la unión 
entre la inmunidad innata y adaptativa, las cuales juegan un papel importante durante la 
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respuesta inmune contra parásitos (Sher et al. 2003; Koenderman et al. 2014). Los 
antígenos TSL-1 inducen la maduración de células dendríticas, lo que conduce a la 
expresión del complejo mayor de histocompatibilidad (MHC) clase II (Ilic et al. 2011; 
Sofronic-Milosavljevic et al. 2015), promoviendo así, el desarrollo de la respuesta inmune 
hacía una respuesta inmune celular de tipo Th1 (Figura 4A) (Gruden-Movsesijan et al. 
2011). Diversos estudios, tanto en modelos in vitro como in vivo, han mostrado que 
durante la etapa temprana de la infección intestinal por T. spiralis hay un incremento 
significativo de citocinas Th1 como la IL-12 (Gentilini et al. 2011; Yu et al. 2013) INF-γ 
(Ilic et al. 2008; Gentilini et al. 2011; Gruden-Movsesijan et al. 2011; Yu et al. 2013), IL-
1β (Ming et al. 2016) y TNF-α (Gentilini et al. 2011; Yu et al. 2013). 
La IL-12 es una citocina compuesta por dos subunidades unidas, IL-12p40 e IL-12p35, la 
cual actúa a través de su receptor IL-12 (IL-12R). La IL-12 promueve la diferenciación 
de las células T naive a células Th1 productoras de INF-γ (Teng et al. 2015). El INF-γ, un 
interferón tipo II, es una citocina que forma parte importante de la inmunidad innata y 
adaptativa, la cual es producida por diversas células del sistema inmune como los 
linfocitos T-CD4+ en respuesta a algún estímulo inmune o inflamatorio (BarbuleacuK 
1998; Bogdan y Schleicher 2006) como patógenos, antígenos específicos, o por la 
activación del receptor de células T. El INF-γ induce la expresión de moléculas MHC 
clase I y II en células dendríticas (Pestka et al. 2004), incrementa el desarrollo y 
diferenciación de las células Th1, induce la expresión de la óxido nítrico sintetasa 
inducible (iNOS), activa factores de transcripción como el factor nuclear (NF)-B (Mühl 
y Pfeilschifter 2003) y regula la producción de citocinas proinflamatorias, como el TNF-
α (Neumann et al. 1998). En la respuesta inmune frente a la infección por T, spiralis, la 
IL-12 junto con el INF-γ, son de vital importancia ya que participan en la polarización de 
la respuesta inmune hacía una respuesta celular de tipo Th1 (Ilic et al. 2008; Gentilini et 
al. 2011; Gruden-Movsesijan et al. 2011; Yu et al. 2013). 
El TNF-α es una potente citocina proinflamatoria, la cual pertenece a una super familia de 
proteínas ligando/receptor llamada super familia de proteínas del receptor del factor de 
necrosis tumoral (TNF/TNFR SFP) (Leung y Cahill 2010). El TNF-α es producido por 
diferentes tipos de células del sistema inmune, como las células dendríticas, macrófagos, 
11 
 
linfocitos Th1, mastocitos, etc., el cual ejerce sus efectos biológicos de manera 
pleiotrópica y tiene un papel clave en la patogénesis de las enfermedades inflamatorias, 
ya que participa en la activación de una cascada de citocinas proinflamatorias, 
especialmente las IL-1β, IL-6 e IL-8 (Horiuchi et al. 2010; Leung y Cahill 2010; 
Parameswaran y Patial 2010). Estudios han mostrado que el TNF-α es una citocina que se 
produce durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis (Gentilini et al. 2011; Yu 
et al. 2013). Sin embargo, diversas investigaciones mostraron que la producción de TNF-
α durante la infección por T. spiralis está asociada con el desarrollo de la patología 
intestinal (Lawrence et al. 1998; Ierna et al. 2008; Ierna et al. 2009; Muñoz-Carrillo et al. 
2017). 
Uno de los efectos del TNF-α es la inducción de la iNOS y consecuentemente la 
producción de NO (Bogdan 2001; Guzik et al. 2003; Marzocco et al. 2004; Wink et al. 
2011), el cual actúa principalmente como una molécula efectora en contra de parásitos 
tanto extracelulares e intracelulares (Moncada y Erusalimsky 2002). Estudios han 
mostrado que los antígenos TSL-1 son capaces de inducir la expresión de la iNOS con la 
consecuente producción de NO (Andrade et al. 2007). Sin embargo, al igual que el TNF-
α, la producción de NO está asociada con el desarrollo de la patología intestinal en la 
infección por T. spiralis (Lawrence et al. 2000; Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
Por otro lado, la IL-1β es una citocina proinflamatoria y pirógeno por excelencia que 
regula las respuestas sistémicas y locales, a través de la generación de fiebre, activación 
de linfocitos y promoción del reclutamiento y activación de células mieloides en el sitio 
de infección. Se ha demostrado que la IL-1β participa en la defensa del hospedero 
mediante la inducción de la respuesta inmune adaptativa sesgada a linfocitos Th17 y Th1 
(Dinarello 2009; Garib et al. 2016). En la infección por T. spiralis, no se conoce bien el 
rol que desenvuelve la IL-1β, sin embargo, se sabe que participa en la respuesta 
inflamatoria intestinal (Ming et al. 2016). 
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Figura 4. Respuesta inmune durante la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis. A) 
Respuesta inmune Th1: Los TSL-1 de T. spiralis inducen la maduración de las células 
dendríticas polarizando hacían una respuesta inmune Th1, la cual se caracteriza principalmente 
por la liberación de IL-12, INF-γ, GM-SCF, NO, IL-1β y TNF-α, que junto con la eosinofilia 
(derivada de la respuesta Th2) potencian la respuesta inflamatoria intestinal, lo que resulta en el 
desarrollo de la patología intestinal, creando un ambiente favorable para la supervivencia de T. 
spiralis. B) Respuesta Inmune Th2: Los antígenos TSL-1 inducen la activación de células T que 
junto con la IL-10 polarizan hacia una respuesta inmune Th2 caracterizada por la liberación de 
IL-4, IL-5, IL-10 e IL-13, favoreciendo la expulsión del parasito. Figura elaborada por Muñoz-
Carrillo José Luis, referencias citadas en el texto. 
5.4.2. Respuesta Inmune Th2: Expulsión de Trichinella spiralis 
La exposición inicial de los antígenos TSL-1 de T. spiralis activa a las células T-CD4+ 
(Ilic et al. 2012) así como a las células dendríticas, lo que conduce a la secreción de 
grandes cantidades de IL-10 (Sofronic-Milosavljevic et al. 2013). La IL-10 se describió 
inicialmente como una citocina tipo Th2 (Saraiva y O'garra 2010), pero diversos estudios 
sugieren que la producción de IL-10 está asociada también con las respuestas de las células 
T reguladoras (TReg) (Moore et al. 2001; O'garra y Vieira 2004; Grazia-Roncarolo et al. 
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2006). Así mismo, la IL-10 también es producida por diversas células del sistema inmune 
innato y adaptativo, incluyendo a las células dendríticas, macrófagos, mastocitos, células 
natural-killer (NK), eosinófilos, neutrófilos, T-CD8 y células B. La IL-10 es una citocina 
que inhibe las respuestas proinflamatorias de la inmunidad innata y adaptativa, y evita las 
lesiones en los tejidos causadas por respuestas inmunes adaptativas exacerbadas (Ouyang 
et al. 2011). 
La IL-10 actúa a través de la unión a dos cadenas receptoras, IL-10R1 e IL-10R2 (Ho et 
al. 1993; Liu et al. 1994) y activa la vía de señalización Janus-cinasas-transductores de la 
señal y activadores de la transcripción (Jak-STAT) (Kotenko et al. 2003), promoviendo la 
activación de los transductores de señal y activadores de la transcripción (STAT)-1, 
STAT-3, STAT-5 y STAT-6, donde STAT-3, es crítico en la mediación de la función de 
IL-10 en las células inmunes (Meraz et al. 1996), induciendo una respuesta antinflamatoria 
mediada a través del IL-10R. Se ha observado que en macrófagos y neutrófilos que 
carecen de STAT-3, los efectos supresores de la IL-10 sobre la producción de citocinas 
proinflamatorias están completamente eliminados (Takeda et al. 1999). Al actuar la IL-10 
sobre las células dendríticas y macrófagos, inhibe el desarrollo de respuestas de tipo Th1 
(Saraiva y O'garra 2010), a través de la supresión de marcadores celulares, la proliferación 
y presentación de antígeno de células dendríticas, además de inhibir la secreción de IL-12 
(Ilic et al. 2012). Aunque la IL-10 es una citocina central durante la fase de resolución de 
la respuesta inflamatoria, los patógenos evolutivamente han explotado sus funciones para 
reprimir las respuestas inflamatorias del hospedero durante las infecciones, estableciendo 
así estados crónicos infecciosos (Ouyang et al. 2011). 
En la infección por T. spiralis, los antígenos TSL-1 incrementan la producción de IL-10 
derivadas de linfocitos Th2 con un decremento en la producción de INF-γ, polarizando la 
respuesta inmune hacía una respuesta inmune celular de tipo Th2 (Figura 4B), protectora 
y responsable de la expulsión del parásito (Ilic et al. 2012). Debido a esto, se cree que la 
IL-10 es necesaria para una respuesta inmune intestinal fructífera, ya que la ausencia o 
decremento de IL-10 provoca una alta susceptibilidad a la infección primara por T. 
spiralis, mostrando un retraso significativo en la expulsión del parásito y un incremento 
en la carga parasitaria (Helmby y Grencis 2003). 
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En las células Th2, la IL-10 se co-expresa con otras citocinas Th2 como la IL-4 e IL-13 y 
está regulada por vías de señalización y factores de transcripción Th2-asociados, 
incluyendo IL-4, STAT-6 y GATA-3 (Zhu et al. 2004; Shoemaker et al. 2006; Chang et 
al. 2007).  
La IL-4 es una citocina pleiotrópica producida por las células Th2, basófilos, mastocitos 
y eosinófilos, en respuesta a eventos de activación mediados por receptores (Seder y Paul 
1994). La IL-4 juega un papel central en la regulación de la diferenciación de células T 
naïve antígeno-estimuladas, haciendo que tales células se desarrollen en células Th2 
capaces de producir IL-4 y una serie de otras citocinas Th2 que incluyen IL-5, IL-10 e IL-
13. Además, suprime de manera potente la producción de INF-γ (Hsieh et al. 1992; Seder 
et al. 1994). La IL-4 tiene una variedad de otros efectos en los tejidos hematopoyéticos, 
aumenta la expresión de moléculas del MHC de clase II en células B, regula positivamente 
la expresión del receptor de IL-4 (Nelms et al. 1999). Así mismo, la IL-4 también tiene un 
papel importante en la adhesión tisular y en la respuesta inflamatoria, ya que junto con el 
TNF-α son capaces de inducir la expresión de la molécula 1 de adhesión de células 
vasculares (VCAM-1) sobre células endoteliales vasculares (Thornhill et al. 1991), y 
regula negativamente la expresión de E-selectina (Bennett et al. 1997). Se cree que este 
cambio en el equilibrio de la expresión de moléculas de adhesión por IL-4 favorece el 
reclutamiento de células T y eosinófilos en el sitio de inflamación (Nelms et al. 1999). 
La IL-13 también es una citocina producida por las células Th2, la cual tiene diversas 
funciones en una amplia variedad de tipos de células que son relevantes para la 
patogénesis de trastornos alérgicos (Hershey 2003). Dentro de estas funciones destacan su 
potente papel inmuno-regulador. En las células B humanas, la IL-13 humana tiene efectos 
similares a la IL-4, incluyendo la promoción de la proliferación de células B y la inducción 
de cambio de clase a IgG4 e IgE (Oettgen y Geha 2001), así como la inducción de la 
expresión de antígenos superficiales, incluyendo el receptor CD23 (FcεRII) de baja 
afinidad a IgE y moléculas del MHC clase II (Chomarat y Banchereau 1998). En 
monocitos y macrófagos, la IL-13 mejora la expresión de muchos miembros de la familia 
de las integrinas importantes en la adhesión celular, incluyendo CD11b, CD11c, CD18 y 
CD29 (Zurawski y Vries 1994), e induce la expresión de MHC clase II y CD23 (De Vries 
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1998). Además, la IL-13 inhibe la producción de mediadores proinflamatorios derivados 
de monocitos y macrófagos, incluyendo las prostaglandinas (PG’s) (Endo et al. 1996), 
especies reactivas de oxígeno y nitrógeno (Doherty et al. 1993), IL-1, IL-6, IL-8, TNF-α 
e IL- 12 (De Vries 1998), a través de la supresión del NF-B (Lentsch et al. 1997). 
Además, se ha demostrado que protege a ratones de la endotoxemia letal inducida por 
lipopolisacárido (LPS) por una regulación a la baja de IFN-γ (Muchamuel et al. 1997). 
Por otro lado, se ha observado que la IL-13 tiene efectos directos sobre eosinófilos, 
incluyendo la promoción de la supervivencia, activación y reclutamiento de eosinófilos 
(Luttmann et al. 1996; Horie et al. 1997; Pope et al. 2001). Estudios han reportado que la 
IL-13 activa mastocitos, promoviendo la síntesis de Inmunoglobulina (Ig)-E (De Vries 
1998). A diferencia de IL-4, la IL-13 no es un factor de crecimiento de células T, aunque 
puede influir su desarrollo (Bancroft et al. 1998). 
Tanto la IL-4 como la IL-13, que comparten la subunidad α del receptor de interleucina 4 
(IL-4Rα) en sus receptores afines, activan al STAT-6 (Hershey 2003). El STAT-6 es 
necesario para la producción de IL-4 (Kaplan et al. 1996). Por otra parte, la activación de 
STAT-6 es fundamental para la diferenciación de las células T naïve en células Th2, y 
además regula la producción de citocinas Th2 inducida por la IL-4 e IL-13 (Oh et al. 
2010).  
La síntesis y liberación de las IL-4 y IL-13, estimulan la producción de IgE, induciendo 
hiperplasia de mastocitos y eosinófilos, lo que desencadena reacciones de 
hipersensibilidad inmediata, promoviendo la expulsión de T. spiralis del intestino (Gurish 
et al. 2004; Wang et al. 2008; Ilic et al. 2011; Rogerio y Anibal 2012).  
Los mastocitos son células granulares residentes en tejidos derivadas de las células CD34+ 
progenitoras hematopoyéticas (Wedemeyer et al. 2000; Galli y Tsai 2010). Los mastocitos 
circulan como células inmaduras y migran a los tejidos vascularizados, donde completan 
su diferenciación. Representan, junto con las células dendríticas, las primeras células del 
sistema inmunitario que interactúan con antígenos, patógenos y toxinas ambientales. Por 
lo tanto, pueden ser considerados "centinelas" del sistema inmune innato (Galli et al. 
1999). 
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Los mastocitos son activados por diversos estímulos, a los cuales reaccionan liberando 
rápidamente una amplia gama de mediadores, tanto preformados como recién producidos. 
Algunos de estos mediadores, por ejemplo, histamina, TNF-α y el factor de crecimiento 
endotelial vascular (VEGF), contribuyen a la permeabilidad vascular local y al edema en 
el sitio de la inflamación (Palker et al. 2010), mientras que las quimiocinas, como la IL-8 
y la eotaxina, inducen el reclutamiento de otras células inmunes (Mekori y Metcalfe 
2000), como neutrófilos, células NK y eosinófilos. Es importante destacar que los 
mastocitos también pueden participar en la defensa contra patógenos por diferentes 
mecanismos, tales como fagocitosis, liberación de péptidos antimicrobianos o la 
producción de trampas extracelulares similares a las descritas en neutrófilos (Abraham y 
John 2010; Urb y Sheppard 2012). 
Los mastocitos detectan estos patógenos invasores a través de los receptores clásicos de 
reconocimiento de patrones (PRRs), tales como los receptores Toll-like (TLR) (Suurmond 
et al. 2014). Los mastocitos expresan el receptor de alta afinidad para IgE (FcεRI) 
(Kawakami y Galli 2002; Knol y Olszewski 2011). La unión cruzada de la IgE sobre el 
FcεRI por antígenos y/o alérgenos induce la activación de mastocitos y la liberación rápida 
de mediadores proinflamatorios vía degranulación. Debido a esta propiedad, junto con los 
basófilos circulantes, los mastocitos se conocen principalmente como células efectoras de 
las respuestas mediadas por IgE, la respuesta inmune Th2 (Rivellese et al. 2017), parte del 
sistema inmune adaptativo desarrollada en contra de los helmintos (Anthony et al. 2007). 
Además, los mastocitos son células efectoras primarias en reacciones de hipersensibilidad 
(Galli et al. 2005a; Bischoff 2007). Además de sus funciones como células efectoras, 
investigaciones sugieren que los mastocitos son capaces de modular tanto la respuesta 
inmune innata como adaptativa, actuando como células inmunomoduladoras (Galli et al. 
2005a, 2005b). 
En la infección por T. spiralis los mastocitos se expanden rápidamente en la mucosa, 
predominantemente dentro del epitelio (Ilic et al. 2011), donde los antígenos TSL-1 
pueden inducir directamente su degranulación (Yépez-Mulia et al. 2007) liberando 
moléculas efectoras como la histamina, serin-proteasas (Ilic et al. 2011), y TNF-α 
(Rogerio y Anibal 2012). Estas moléculas efectoras en combinación con la IL-4 e IL-13 
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incrementan la contractilidad de las células musculares lisas, la permeabilidad de las 
células epiteliales y la producción de moco (Gentilini et al. 2011), generando cambios en 
la integridad epitelial del intestino delgado (Grencis et al. 2014), contribuyendo al 
desarrollo de la inflamación intestinal (Yépez-Mulia et al. 2007; Knight et al. 2008; Akiho 
et al. 2011). Por lo tanto, la actividad de la IL-4 e IL-13 es requerida para: 1) la respuesta 
de los mastocitos lo que conduce a la expulsión de T. spiralis; y 2) para la producción de 
citocinas las cuales controlan la hiperplasia de mastocitos; ya que la ausencia de IL-13 
resulta en la inhibición de la expulsión de T. spiralis y el desarrollo de la enteropatía 
(Bruschi y Chiumiento 2012). 
Otros mediadores que se liberan a causa de la degranulación de mastocitos son los 
leucotrienos, los cuales son derivados del metabolismo del ácido araquidónico y se cree 
que juegan un papel importante en la respuesta inmune contra T. spiralis. El leucotrieno-
C4 (LTC4) causa contracción del músculo liso, aumenta la permeabilidad vascular y 
estimula la hipersecreción de moco. El leucotrieno-B4 (LTB4) activa eosinófilos, 
favoreciendo la expulsión del parásito (Rogerio y Anibal 2012). 
Por otro lado, los eosinófilos se producen en la médula ósea a partir de células madre 
pluripotenciales, que primero se diferencian en un precursor para basófilos y eosinófilos 
y luego se diferencia en un linaje eosinofílico (Boyce et al. 1995). Las IL-3, IL-4, IL-5 y 
el factor estimulante de colonias de granulocitos y macrófagos (GM-CSF), son 
particularmente importantes en la regulación del desarrollo de los eosinófilos (Lopez et 
al. 1986, 1988; Rothenberg et al. 1988; Takatsu et al. 1994). De estas tres citocinas, la IL-
5 es la más específica para el linaje eosinofílico y es la responsable de la diferenciación 
selectiva (Sanderson 1992) y liberación de eosinófilos desde la médula ósea hacia la 
circulación periférica (Collins et al. 1995). La IL-5 juegan un papel crítico en la 
producción de eosinófilos, ya que la sobreproducción (Dent et al. 1990; Tominaga et al. 
1991) y neutralización de esta citocina están asociadas con el aumento o disminución 
significativa de la eosinofilia, respectivamente (Foster et al. 1996; Kopf et al. 1996; Flood-
Page et al. 2003). 
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Los eosinófilos son leucocitos multifuncionales implicados en la patogénesis de 
numerosos procesos inflamatorios (Rothenberg 2004), incluyendo las infecciones 
parasitarias por nematodos-GI y las enfermedades alérgicas (Gleich y Loegering 1984; 
Weller 1994; Rothenberg 1998; Rothenberg y Hogan 2006). Bajo condiciones basales, la 
mayoría de los eosinófilos circulan hacia el tracto gastrointestinal donde habitualmente 
residen dentro de la lámina propria, cuya producción es independiente de la producción 
de linfocitos (Mishra et al. 1999).  
En respuesta a diversos estímulos, como inmunoglobulinas, citocinas y el sistema del 
complemento, los eosinófilos son activados y reclutados desde la circulación hacia el sitio 
de inflamación (Kita 1996). El tráfico de eosinófilos en los sitios de inflamación involucra 
una serie de citocinas, en particular, citocinas derivadas de una respuesta inmune tipo Th2 
como la IL-4, IL-5 e IL-13 (Sher et al. 1990; Horie et al. 1997), moléculas de adhesión 
(por ejemplo, integrinas-β1, -β2 y -β7) (Bochner y Schleimer 1994) y quimiocinas 
(Zimmermann et al. 2003). Una vez en el sito de inflamación, los eosinófilos pueden 
modular la respuesta inmune a través de la secreción de diversos mediadores 
proinflamatorios como la IL-2, IL-6. Il-8, factor de crecimiento transformante (TGF)-α/β, 
GM-CSF, TNF-α, INF-γ, así como quimiocinas y mediadores lipídicos, como el factor 
activador de plaquetas (PAF) y LTC4 (Rothenberg y Hogan 2006), los cuales ejercen 
efectos proinflamatorios como la regulación positiva de los sistemas de adhesión, la 
modulación del tráfico celular, y la activación y regulación de la permeabilidad vascular, 
la secreción de moco y la constricción del músculo liso.  
Además, los eosinófilos pueden servir como células efectoras, las cuales pueden inducir 
daño tisular liberando una serie de proteínas catiónicas de sus gránulos citotóxicos, 
proteína básica mayor (MBP), proteína catiónica eosinofílica (ECP), eosinófilo 
peroxidasa (EPO) y neurotoxina derivada de eosinófilos (EDN) (Gleich y Loegering 
1984). Estas proteínas son de gran importancia, ya que están directamente relacionadas 
con las funciones efectoras de los eosinófilos. Por ejemplo, la ECP participa en la 
supresión de las respuestas proliferativas de células T y la síntesis de inmunoglobulinas 
por células B, induce la degranulación de mastocitos y la estimulación de secreción de 
moco en vías aéreas, así como la producción de glucosaminoglicanos por fibroblastos 
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humanos (Venge et al. 1999). Mientras que la EPO, está asociada en la formación de 
especies reactivas de oxígeno y metabolitos reactivos del nitrógeno. Estas moléculas 
promueven el estrés oxidativo y la muerte celular posterior por apoptosis y necrosis 
(Agosti et al. 1987; Wu et al. 1999; MacPherson et al. 2001). 
Además de las múltiples acciones efectoras de los eosinófilos, estas células pueden iniciar 
respuestas inmunitarias antígeno-específicas actuando como células presentadoras de 
antígeno (Shi et al. 2000; MacKenzie et al. 2001), ya que pueden procesar y presentar una 
variedad de antígenos bacterianos (Mawhorter et al. 1994), virales (Handzel et al. 1998) 
y parasitarios (Shi 2004). Aunque, investigaciones demostraron una asociación directa de 
los eosinófilos con las infecciones parasitarias, estableciendo la hipótesis de que los 
eosinófilos son las células efectoras clásicas en la defensa del hospedero (Butterworth 
1977), diversos estudios han mostrado que la ausencia de eosinófilos durante la infección 
por helmintos protege al hospedero (Fabre et al. 2009), por lo que los eosinófilos pueden 
influenciar la respuesta inmune de manera que su producción soporta la infección crónica 
y asegura la supervivencia del parásito en el hospedero (Huang et al. 2014, 2015a, 2015b).  
Durante la infección por T. spiralis los antígenos TSL-1 estimulan a las células Th2, lo 
que conduce a la liberación de IL-4 e IL-5 (Bruschi et al. 2008), las cuales son un factor 
crítico en la diferenciación terminal y proliferación de eosinófilos, los cuales están 
implicados en el desarrollo de la patología intestinal, promoviendo así la respuesta 
inflamatoria durante la infección por T. spiralis (Vallance et al. 2000; Gottstein et al. 
2009). 
5.5. Tratamiento en la trichinellosis 
La farmacoterapia utilizada en la trichinellosis incluye: 1) el uso de fármacos 
antiparasitarios, como los bezimidazoles, principalmente el albendazol y mebendazol, los 
cuales están dirigidos contra el parásito (Gottstein et al. 2009); y 2) los fármacos 
antiinflamatorios de tipo esteroideo, como los GC, cuya finalidad es el tratamiento de los 
signos y síntomas de la respuesta inflamatoria producida por la infección (Dupouy-Camet 
et al. 2002; Shimoni et al. 2007). 
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5.5.1. Glucocorticoides: antiinflamatorios de tipo esteroideo 
Los GC endógenos son hormonas esteroides sintetizadas y liberadas de la corteza adrenal 
(Oakley y Cidlowski 2011), los cuales regulan vías transcripcionales en diversos contextos 
celulares como el desarrollo, homeostasis, metabolismo y la inflamación (Biddie et al. 
2012). Mientras que los GC endógenos desempeñan un papel clave en muchos aspectos 
de la salud y la enfermedad, los GC sintéticos exógenos se han utilizado ampliamente de 
manera terapéutica como fármacos antiinflamatorios (Nixon et al. 2012; Serra et al. 2012). 
A nivel celular, la acción de los GC está mediada por el receptor de GC (GR), el cual está 
asociado a diversas proteínas chaperonas de shock térmico (HSPs) 90, 70 y p23, así como 
a otras proteínas que lo mantienen en una conformación inactiva (Charmandari 2011). La 
unión del GR a los GC provoca su disociación y consecuente translocación del citoplasma 
al núcleo celular (Saklatvala 2002; De Iudicibus et al. 2011). Una vez en el núcleo, el 
complejo GC-GR se une, en forma de homodímero, a los elementos de respuesta a 
glucocorticoides (GRE) en las regiones promotoras de genes blanco en el ADN, y regulan 
su expresión de manera positiva o negativamente (Figura 5) (Charmandari 2011). 
En la regulación transcripcional positiva, llamada también trans-activación, se activan 
genes que codifican a los receptores β2-adrenérgicos, lipocortina-1, proteína secretora 
inhibidora de leucocitos, inhibidor de NF-B (IB-α), quinasa fosfatasa-1 activada por 
mitógenos (MKP-1), que inhibe las vías de las proteínas quinasas activadas por mitógenos 
(MAPK), citocinas antiinflamatorias como la IL-10, y el receptor antagonista de IL-1. 
Estos efectos génicos contribuyen a la actividad antiinflamatoria de los GC (Barnes 2006, 
2011).  
En la regulación transcripcional negativa, llamada también cis-represión, los GC pueden 
suprimir la transcripción de genes blanco, como los de la pro-opiomelanocortina, 
precursor de la hormona adrenocorticotropa (ACTH), prolactina, osteocalcina implicada 
en la síntesis ósea, lo que conduce a sus efectos colaterales como la osteoporosis, la 
diabetes y la hipertensión (Saklatvala 2002; Dostert y Heinzel 2004; Barnes 2011). 
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Figura 5. Regulación génica de los glucocorticoides. Los GC entran en la célula para unirse a los 
receptores de glucocorticoides (GR) en el citoplasma formando un complejo GC-GR que luego 
se transloca al núcleo. Una vez en el núcleo se unen a los GRE en la región promotora de genes 
sensibles a esteroides, regulando así la expresión génica de 2 maneras: 1) a través de la trans-
activación de genes que codifican proteínas antiinflamatorias; y 2) a través de la cis-represión 
de genes asociados a sus efectos secundarios. Figura elaborada por Muñoz-Carrillo José Luis, 
referencias citadas en el texto. 
Por otro lado, los GC también actúan como inmunosupresores, ya que regulan la función 
de varias células inflamatorias (Belvisi 2004). Además, inhiben la expresión de genes 
proinflamatorios por supresión de factores de transcripción, como el NF-κB (Ray 1994; 
Scheinman et al. 1995; Wullaert et al. 2011) y la proteína activadora (AP)-1 (Biddie et al. 
2012), a través de la interacción proteína-proteína (Flammer y Rogatsky 2011), regulando 
la expresión de genes que codifican para diversas citocinas inflamatorias, tales como TNF-
α, IL-1α, IL-1β, IL-8, IFN-α and IFN-β, enzimas inflamatorias como iNOS, 
ciclooxigenasa (COX)-2, fosfolipasa A2 Inducible (cPLA2), moléculas de adhesión y 
receptores inflamatorios (Figura 6) (Ashwell et al. 2000; Galon et al. 2002). 
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Otro de mecanismo de acción por parte de los GC es a través de la inhibición de la 
señalización en las vías de las MAPK, las cuales son activadas por estímulos 
inflamatorios, tales como la IL-1β, TNF-α, productos microbianos como el LPS y por 
estrés celular, como la radiación ultravioleta (UV) (Saklatvala 2002). Una vez activadas, 
las MAPK fosforilan diversos sustratos incluyendo otras proteínas que controlan la 
expresión de genes. Por ejemplo, activan al NF-B, a través de la fosforilación de su 
inhibidor IB, y a la AP-1. En este mecanismo los GC inhiben las vías de señalización de 
las MAPK ejerciendo su efecto antiinflamatorio. Esto sugiere que los GC pueden bloquear 
la señalización de la respuesta inflamatoria en un nivel por encima de la activación de 
factores de transcripción (Figura 6) (Lasa et al. 2001). 
 
Figura 6. Efecto antiinflamatorio de los glucocorticoides. El complejo GC-GR también puede 
interactuar con factores de transcripción proinflamatorios, como el NF-κB y la AP-1, 
reprimiéndolos y, por lo tanto, inhibiendo la expresión de genes proinflamatorios. Los GC 
también pueden actuar inhibiendo a las MAP quinasas, bloqueando los mecanismos de 
transcripción y traducción, subyacentes a la expresión de genes inflamatorios. Figura elaborada 
por Muñoz-Carrillo José Luis, referencias citadas en el texto. 
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A pesar de que los GC son potentes fármacos antiinflamatorios, su uso terapéutico en la 
Trichinellosis está limitado, ya que previos estudios han mostrado que el tratamiento con 
GC suprime el sistema inmune del hospedero, favoreciendo la infección por T. spiralis 
(Bozic et al. 2000). Un estudio mostro que en ratas tratadas con betametasona fueron más 
susceptibles a la infección, ya que se observó un aumento de la carga parasitaria en 
comparación con el grupo control infectado (Alvarado et al. 1996).  Otro estudio, mostró 
resultados similares, donde se observó que el tratamiento con dexametasona (DEX) 
aumentó la proporción de linfocitos apoptóticos y necróticos, así como el número de L1 
de T. spiralis en tejido muscular en ratones tratados con DEX (Piekarska et al. 2010). Una 
investigación reciente mostró que el tratamiento con DEX en la fase intestinal de la 
infección por T. spiralis inhibió la producción de mediadores por-inflamatorios, tales 
como la PGE2, NO y TNF-α; disminuyendo el número de eosinófilos en sangre y el 
desarrollo de la patología intestinal, observándose una reducción en la hiperplasia de las 
criptas intestinales y la reconstitución de las vellosidades intestinales. Sin embargo, en la 
fase muscular incrementó significativamente la implantación y carga parasitaria de T. 
spiralis (Muñoz et al. 2017). 
5.5.2. Resiniferatoxina: nuevo tratamiento antiinflamatorio 
Debido a la limitada eficacia farmacológica de los GC frente a la infección por T. spiralis, 
surge la necesidad de investigar nuevas estrategias farmacológicas basadas en la supresión 
de la respuesta inmune de tipo Th1, que ayuden al hospedero contra la infección por T. 
spiralis. Una molécula con potencial terapéutico para la supresión de la respuesta inmune 
Th1 durante la infección por T. spiralis podría ser la RTX. 
La RTX es un vanilloide derivado de la planta tipo cactus Euphoria resinífera, agonista 
del receptor vanilloide de potencial transitorio (TRPV)-1 (Pal et al. 2009; Salazar et al. 
2009; Nilius y Szallasi 2014), la cual activa y luego desensibiliza al receptor TRPV1 
produciendo un efecto analgésico (Carnevale y Rohacs 2016; Lee et al. 2016). Además de 
las múltiples acciones biológicas de la RTX mediadas a través del TRPV1, estudios han 
demostrado que la RTX tiene una importante actividad antiinflamatoria tanto en modelos 
in vitro como in vivo. Un estudio mostró que la RTX inhibo la expresión del NF-B de 
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manera dosis-dependiente en células de la línea humana de células mielomonoblásticas 
leucémicas (ML-1a) estimuladas con TNF-α (Figura 7A) (Singh et al. 1996). Otro estudio 
mostró que la RTX inhibió la expresión de la iNOS y COX-2 en macrófagos RAW264.7 
estimulados con LPS e IFN-γ, resultando en una disminución de PGE2 y NO (Figura 7B) 
(Chen et al. 2003). 
 
Figura 7. Actividad antiinflamatoria de la resiniferatoxina en modelos in vitro. A) RTX inhibe la 
expresión del NF-B de manera dosis dependiente en células ML-1a previamente estimuladas 
con TNF-α. B) RTX inhibe la expresión de la iNOS y la COX-2 en macrófagos RAW264.7 
estimulados con LPS e INF-γ. Figura elaborada por Muñoz-Carrillo José Luis, referencias 
citadas en el texto. 
Por otro lado, un estudio basado en un modelo de insuficiencia renal isquémica aguda 
(ARF, por sus siglas en inglés) en rata mostró que el tratamiento con RTX previno el daño 
renal inhibiendo la respuesta inflamatoria, disminuyendo de manera simultánea la 
expresión del TNF-α renal con un aumento de IL-10 en plasma (Figura 8A) (Ueda et al. 
2008). Otro estudio en ratones BALB/c estimulados con LPS mostró que la RTX 
disminuyó significativamente los niveles en suero de PGE2, NO y TNF-α (Figura 8B) 
(Gutiérrez-Coronado et al. 2012). Finalmente, un estudio reciente mostró que el 
tratamiento con RTX durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis, disminuyó 
los niveles en suero de PGE2, NO y TNF-α, así como el número de eosinófilos en sangre. 
Mientras que en la fase muscular de la infección por T. spiralis, el tratamiento con RTX 
disminuyó significativamente la implantación de L1 en el tejido muscular, así como la 
carga parasitaria (Figura 8C) (Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
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Figura 8. Actividad antiinflamatoria de la resiniferatoxina en modelos in vivo. A) Disminución del 
TNF-α renal y aumento de IL-10 en plasma en un modelo de rata con ARF tratada con RTX. B) 
Decremento de PGE2, NO y TNF-α en un modelo de ratones BALB/c estimulados con LPS, 
tratados con RTX C) Inhibición de PGE2, NO y TNF-α, durante la respuesta inflamatoria 
intestinal tratada con RTX en la infección por T. spiralis. Figura elaborada por Muñoz-Carrillo 
José Luis, referencias citadas en el texto. 
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VI. JUSTIFICACIÓN 
Actualmente, la trichinellosis es considerada, por la WHO y FAO, como una enfermedad 
reemergente, ya que, al ser la séptima parasitosis más importante a nivel mundial y que 
en México el diagnóstico y tratamiento tempranos son difíciles, la investigación científica 
en el desarrollo de nuevos tratamientos eficaces es de relevancia directa para la salud 
humana y animal. Esto se debe a que, su agente etiológico más importante, el parásito 
nematodo T. spiralis, establece una infección crónica, modulando la respuesta inmune, 
afectando de manera importante la salud del hospedero. 
La infección por T. spiralis provoca una respuesta inmune primaria a nivel intestinal cuya 
finalidad es la expulsión del parásito. Esta respuesta inmune se caracteriza por la 
inducción temprana de una respuesta inmune celular de tipo Th1, con una subsecuente 
respuesta celular de tipo Th2, resultando en una mezcla de ambas respuestas inmunes 
Th1/Th2. Investigaciones han demostrado que la producción de mediadores y citocinas 
proinflamatorias, resultado de la respuesta inmune Th1, así como el reclutamiento de 
células como eosinófilos y mastocitos derivadas de la respuesta inmune Th2, participan 
en el progreso de la respuesta inflamatoria, lo que conduce al desarrollo de la 
inmunopatología intestinal. En este contexto, la farmacoterapia utilizada actualmente es a 
través del uso de glucocorticoides, cuya finalidad es disminuir la respuesta inflamatoria. 
Sin embargo, el uso terapéutico de los glucocorticoides en la trichinellosis está limitado, 
debido a que suprimen la respuesta inmune del hospedero, favoreciendo la infección. 
Ante esta problemática terapéutica, surge la necesidad de investigar nuevas estrategias 
farmacológicas que modulen ambas respuestas inmunes Th1/Th2, de manera que 
disminuyan la respuesta inflamatoria y la inmunopatología intestinal, protegiendo de este 
modo al hospedero frente a la infección por T. spiralis. Por lo que el propósito de esta 
investigación fue evaluar el potencial terapéutico de la resiniferatoxina, como modulador 
de las respuestas inmunes Th1/Th2, de manera que proteja al hospedero frente a la 
infección por T. spiralis, ya que estudios previos mostraron que la resiniferatoxina tuvo 
actividad antiinflamatoria asociada con la disminución de la patología intestinal y carga 
parasitaria muscular de T. spiralis. 
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VII. HIPÓTESIS 
La resiniferatoxina modula la respuesta inmune Th1 y Th2 durante la fase intestinal de la 
infección por Trichinella spiralis en un modelo murino, promoviendo la expulsión del 
parásito. 
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VIII. OBJETIVOS 
8.1. Objetivo General 
Evaluar el papel inmunomodulador la resiniferatoxina durante la respuesta inmune 
primaria a nivel intestinal de un modelo murino infectado con T. spiralis. 
8.2. Objetivos Específicos  
Fase intestinal de la infección por T. spiralis.  
I. Cuantificar los niveles en suero de citocinas Th1 como la IL-12, INF-γ, IL-1β y 
TNF-α de los grupos control y tratados con resiniferatoxina. 
II. Cuantificar los niveles en suero de citocinas Th2 como la IL-4, IL-10 e IL-13 de 
los grupos control y tratados con resiniferatoxina. 
III. Determinar el porcentaje de eosinófilos en sangre de los grupos control y tratados 
con resiniferatoxina. 
IV. Determinar el número de eosinófilos y mastocitos en tejido intestinal de los grupos 
control y tratados con resiniferatoxina. 
V. Cuantificar el número de parásitos adultos de T. spiralis en intestino delgado de 
los grupos control y tratados con resiniferatoxina. 
Fase muscular de la infección por T. spiralis 
VI. Evaluar el efecto del tratamiento en fase intestinal con resiniferatoxina sobre la 
implantación de L1 de T. spiralis de los grupos control y tratados con 
resiniferatoxina. 
VII. Evaluar el efecto del tratamiento en fase intestinal con resiniferatoxina sobre la 
carga parasitaria de los grupos control y tratados con resiniferatoxina. 
VIII. Evaluar el efecto del tratamiento en fase intestinal con resiniferatoxina sobre la 
viabilidad de las L1 de T. spiralis de los grupos control y tratados con 
resiniferatoxina. 
IX. Evaluar la infectividad de las L1 de T. spiralis de los grupos control y tratados con 
resiniferatoxina en un segundo hospedero (ratones BALB/c). 
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IX. MATERIALES Y MÉTODOS 
El presente trabajo de investigación se realizó en el Laboratorio de Biología Celular y 
Microbiología de la Unidad Académica de Ciencias Biológicas de la Universidad 
Autónoma de Zacatecas (UACB-UAZ), en colaboración con el Laboratorio de 
Inmunología y Virología de la Facultad de Ciencias Biológicas de la Universidad 
Autónoma de Nuevo León (FCB-UANL). 
9.1. Tipo de investigación 
La presente investigación es un estudio experimental, cuantitativo y cualitativo. 
9.2. Variables de estudio 
9.2.1. Variables dependientes 
▪ Niveles en suero de citocinas Th1: L-12, INF-γ, IL-1β y TNF-α. 
▪ Niveles en suero de citocinas Th2: IL-4, IL-10 e IL-13. 
▪ Porcentaje de eosinófilos en sangre. 
▪ Número de eosinófilos en tejido intestinal. 
▪ Número de mastocitos en tejido intestinal. 
▪ Número de adultos de T. spiralis en intestino delgado. 
▪ Número de L1 de T. spiralis en tejido muscular. 
▪ Carga parasitaria de T. spiralis de modelo de rata. 
▪ Carga parasitaria de T. spiralis de modelo de ratón. 
9.2.2. Variables independientes 
▪ Dosis de resiniferatoxina  
▪ Dosis de dexametasona 
▪ Dosis de L1 de T. spiralis en modelo de rata. 
▪ Dosis de L1 de T. spiralis en modelo de ratón.  
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9.3. Modelo animal experimental 
Todos los animales utilizados en esta investigación fueron proporcionados por el Bioterio 
de la UACB-UAZ, los cuales se mantuvieron en habitaciones con temperatura controlada 
y alimento balanceado especial para roedores. 
9.3.1. Modelo de rata 
Se utilizaron ratas hembras de cepa Long-Evans de 2½ meses de edad, con un peso 
corporal de 250 a 300 gramos. Se formaron 23 grupos de trabajo, compuestos cada uno 
de seis ratas, con un total de 138 animales. 
Los grupos fueron formados de la siguiente manera: un grupo control sano (CS); un grupo 
control sano tratado con RTX (CS-RTX). Para la fase intestinal, los grupos se 
conformaron de la siguiente manera: cuatro grupos control infectados con T. spiralis 
(CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4), sacrificados los días 3, 5, 7 y 10 p.i., 
respectivamente; cuatro grupos control infectados con T. spiralis tratados con DEX (Tsp-
DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI), sacrificados los días 3, 5, 7 y 10 
p.i., respectivamente; cuatro grupos infectados con T. spiralis tratados con RTX (Tsp-
RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI), sacrificados los días 3, 5, 7 y 10 
p.i., respectivamente. Para la fase muscular, los grupos se conformaron de la siguiente 
manera: un grupo control infectado con T. spiralis (CITsp-5), sacrificado el día 28 p.i.; 
cuatro grupos control infectados con T. spiralis tratados con DEX (Tsp-DEX-1FM, Tsp-
DEX-2FM, Tsp-DEX-3FM y Tsp-DEX-4FM), sacrificados el día 28 p.i.; cuatro grupos 
infectados con T. spiralis tratados con RTX (Tsp-RTX-1FM, Tsp-RTX-2FM, Tsp-RTX-3FM 
y Tsp-RTX-4FM), sacrificados el día 28 p.i. 
9.3.2. Modelo de ratón 
Se utilizaron ratones hembras de la cepa BALB/c de 2½ meses de edad, con un peso 
corporal de 20 a 25 gramos. Se formaron 9 grupos de trabajo, compuestos cada uno de 3 
ratones, con un total de 27 animales. 
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Los grupos fueron formados de la siguiente manera: un grupo control infectado con T. 
spiralis (rCITsp), sacrificado el día 28 p.i.; cuatro grupos control infectados L1 de T. 
spiralis tratadas con DEX (rTsp-DEX-1, rTsp-DEX-2, rTsp-DEX-3 y rTsp-DEX-4), 
sacrificados en día 28 p.i.; cuatro grupos infectados L1 de T. spiralis tratadas con RTX 
(rTsp-RTX-1, rTsp-RTX-2, rTsp-RTX-3 y rTsp-RTX-4), sacrificados en día 28 p.i. 
9.4. Infección experimental 
9.4.1. Modelo de rata 
Las ratas de todos los grupos control y tratados con DEX y RTX, fueron infectados con 
500 L1 de T. spiralis derivadas de ratas de conserva Long-Evans infectadas con T. spiralis, 
las cuales se obtuvieron del bioterio de la UACB-UAZ. 
9.4.2. Modelo de ratón 
Los ratones fueron infectados con 150 L1 de T. spiralis procedentes de los grupos de ratas 
de la siguiente manera: el grupo control rCITsp fue infectado con 150 L1 de T. spiralis 
del grupo control infectado CITsp-5; los grupos control rTsp-DEX-1, rTsp-DEX-2, rTsp-
DEX-3 y rTsp-DEX-4, fueron infectados con 150 L1 de T. spiralis procedentes de los 
grupos de ratas tratadas con DEX (Tsp-DEX-1FM, Tsp-DEX-2FM, Tsp-DEX-3FM y Tsp-
DEX-4FM, respectivamente); los grupos rTsp-RTX-1, rTsp-RTX-2, rTsp-RTX-3 y rTsp-
RTX-4, fueron infectados con 150 L1 de T. spiralis procedentes de los grupos de ratas 
tratadas con RTX (Tsp-RTX-1FM, Tsp-RTX-2FM, Tsp-RTX-3FM y Tsp-RTX-4FM, 
respectivamente). 
9.5. Farmacoterapia      
9.5.1. Tratamiento control 
Se administró vía intraperitoneal (i.p.) Fosfato Sódico de Dexametasona con dosis de 1 
mg/Kg de peso corporal (Sun et al. 2012) de la siguiente manera: los grupos Tsp-DEX-1FI 
y Tsp-DEX-1FM fueron tratados con una dosis de DEX el día 1 p.i.; los grupos Tsp-DEX-
2FI y Tsp-DEX-2FM fueron tratados con dos dosis de DEX los días 1 y 3 p.i.; los grupos 
Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-3FM fueron tratados con tres dosis de DEX los días 1, 3 y 5 p.i.; 
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y los grupos Tsp-DEX-4FI y Tsp-DEX-4FM fueron tratados con tres dosis de DEX los días 
3, 5 y 7 p.i. 
9.5.2. Tratamiento experimental 
Se administró vía i.p. resiniferatoxina (Sigma-Aldrich, 3050 Spruce St., Saint Louis, MO, 
USA, 63103) con dosis de 20 μg/Kg de peso corporal (Ueda et al. 2008) de la siguiente 
manera: los grupos Tsp-RTX-1FI y Tsp-RTX-1FM fueron tratados con una dosis de RTX 
el día 1 p.i.; los grupos Tsp-RTX-2FI y Tsp-RTX-2FM fueron tratados con dos dosis de 
RTX los días 1 y 3 p.i.; los grupos Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-3FM fueron tratados con tres 
dosis de RTX los días 1, 3 y 5 p.i.; y los grupos Tsp-RTX-4FI y Tsp-RTX-4FM fueron 
tratados con tres dosis de RTX los días 3, 5 y 7 p.i. 
9.5.3. Tratamiento anestésico 
Todos los animales fueron anestesiados con Sofloran® Vet (PiSA Agropecuaria, Reg. 
S.A.G.A.R.P.A Q-7833-222), anestésico de uso veterinario que contiene isoflurano al 
100% (solución de éter halogenado), con dosis del 2 al 3%/Kg de peso corporal, para 
roedores por vía de inhalación. 
9.6. Obtención de suero 
La muestra de sangre de rata se obtuvo por el método de extracción de sangre del seno 
retro-orbital, utilizando un capilar y depositando la sangre en tubos eppendorf de 2 mL sin 
anticoagulante. Posteriormente, se centrifugó a 103 rpm durante 10 minutos a 4°C (en una 
centrifuga Spectrafuge 24D, de LAB-NET International, Inc., modelo C2400-B). Después 
se colectó el suero en alícuotas en tubos eppendorf de 100 μL y se almacenaron a -20°C 
hasta su uso (Muñoz 2013). 
9.7. Cuantificación de citocinas Th1 en suero 
Las concentraciones en suero de rata de citocinas Th1 fueron determinadas 
cuantitativamente, en los grupos control CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, y 90 
minutos después de la administración del tratamiento de los grupos tratados con DEX 
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(Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI) y RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-
RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI), en los días 1, 3, 5 y 7 p.i., usando kits de  Ensayo 
por Inmunoabsorción Ligado a Enzimas (ELISA, por sus siglas en inglés) (Life 
Technologies Corporation, 7335 Executive Way, Frederick, MD 21704 USA) para IL-12 
y (PEPREOTECH, Princenton Business Park, 5 Crescent Ave., P.O. Box 275. Rocky Hill, 
NJ 08553 USA) para INF-γ, IL-1β y TNF-α. 
9.8. Cuantificación de citocinas Th2 en suero 
Las concentraciones en suero de rata de citocinas Th2 (IL-4, IL-10 e IL-13) fueron 
determinadas cuantitativamente, en los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, y 
90 minutos después de la administración del tratamiento de los grupos tratados con DEX 
(Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI) y RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-
RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI), en los días 1, 3, 5 y 7 p.i., usando kits de ELISA 
(Abcam Inc. 1 Kendall Square Suite B2304, Cambridge, MA 02139-1517, USA). 
9.9. Determinación del porcentaje de eosinófilos en sangre 
Se realizó frotis sanguíneo de los grupos CS y CS-RTX. De los de los grupos CITsp-1, 
CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4 se realizaron frotis sanguíneos los días 1, 3, 5 y 7 p.i. De los 
grupos tratados con DEX: Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI, se 
realizaron frotis sanguíneos los días 1, 3, 5 y 7 p.i., respectivamente. De los grupos tratados 
con RTX: Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI, se realizaron frotis 
sanguíneos los días 1, 3, 5 y 7 p.i., respectivamente. Posteriormente a los frotis sanguíneos 
se les realizó tinción Wright (Equipo de Wright, GOLDEN BELL Reactivos 82300) para 
la determinación del porcentaje de eosinófilos en sangre periférica. Se observó el número 
de eosinófilos presentes en la muestra al microscopio óptico de luz (Carl Zeiss Primo Star, 
model 3708; Carl Zeiss Microscopy GmgH, Göttingen, Germany) usando un objetivo de 
inmersión 100x. Se determinó el promedio del porcentaje de eosinófilos (%Eos) en sangre 
por cada 100 células blancas por triplicado (300 células) (Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
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9.10. Determinación del número de eosinófilos en tejido intestinal 
Para la determinación del número de eosinófilos en tejido intestinal, se obtuvieron las 
porciones de duodeno, yeyuno e íleon del intestino delgado de ratas de los grupos CITsp-
1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, así como de los grupos tratados con DEX (Tsp-DEX-1FI, 
Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI) y RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-
RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI), sacrificados los días 3, 5, 7 y 10 p.i., respectivamente. Las 
porciones obtenidas fueron fijadas en solución de formol al 10%, y se incluyeron en 
parafina. Después, se seccionaron y se les realizó la tinción con hematoxilina y eosina en 
portaobjetos de vidrio (Gridley 1957; Muñoz 2013). Los eosinófilos en intestino delgado 
fueron contados en 25 campos (2, 500 µm2 por campo) seleccionados al azar por cada 
muestra a un objetivo de 100x de magnificación empleando un área conocida (62, 500 
µm2), bajo el microscopio óptico de luz (Carl ZEISS Primo Star, modelo 3708. Carl Zeiss 
Microscopy GmgH 37081 Göttingen, GERMANY). Los resultados fueron expresados 
como el número de eosinófilos/UAID (Unidad de Área de Intestino Delgado: 62, 500 µm2 
a 100x de magnificación) (Gentilini et al. 2011). 
9.11. Determinación del número de mastocitos en tejido intestinal 
Para la determinación del número de mastocitos en tejido intestinal, se obtuvieron las 
porciones de duodeno, yeyuno e íleon del intestino delgado de ratas de los grupos CITsp-
1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, así como de los grupos tratados con DEX (Tsp-DEX-1FI, 
Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI) y RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-
RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI), sacrificados los días 3, 5, 7 y 10 p.i., respectivamente. Las 
porciones obtenidas fueron fijadas en solución de formol al 10%, y se incluyeron en 
parafina. Después, se seccionaron (4 µm), desparafinaron e hidrataron con agua destilada. 
Posteriormente las muestras se tiñeron con Toluidina blue (CI 1273; Merck, Germany) 
con una solución de trabajo Toluidina Blue Stock (Toluidina Blue O 1 mg; 100 mL de 
etanol al 70%) más 1% de cloruro de sodio. Los mastocitos en intestino delgado fueron 
contados en 25 campos (2, 500 µm2 por campo) seleccionados al azar por cada muestra a 
un objetivo de 100x de magnificación empleando un área conocida (62, 500 µm2), bajo el 
microscopio óptico de luz (Carl ZEISS Primo Star, modelo 3708. Carl Zeiss Microscopy 
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GmgH 37081 Göttingen, GERMANY). Los resultados fueron expresados como el número 
de mastocitos/ UAID (Unidad de Área de Intestino Delgado: 62, 500 µm2 a 100x de 
magnificación) (Gentilini et al. 2011). 
9.12. Cuantificación de parásitos adultos de T. spiralis en intestino delgado 
La expulsión de T. spiralis fue determinada y comparada los días 3, 5, 7 y 10 p.i. de los 
grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4 y tratados con DEX (Tsp-DEX-1FI, Tsp-
DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI) y RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-
3FI y Tsp-RTX-4FI). Para la cuantificación del número total de parásitos adultos de T. 
spiralis se extrajo el intestino delgado de rata de todos los grupos. Posteriormente, se 
seccionó en partes de aproximadamente 5 cm de longitud, las cuales se abrieron de manera 
longitudinal, para separar la mucosa intestinal mediante un raspado con un portaobjetos. 
Luego el raspado obtenido se colocó en un tubo falcón de 15 mL, al cual se le agregó 
solución buffer de fosfatos (PBS) pH 7.4 (v/v 1/5). Posteriormente se tomaron 250 µL del 
raspado intestinal y se colocaron en un portaobjetos, donde se observó y contó el número 
total de parásitos adultos en intestino delgado al microscopio óptico de luz (Carl ZEISS 
Primo Star, modelo 3708. Carl Zeiss Microscopy GmgH 37081 Göttingen, GERMANY), 
a los objetivos 4x y 10x (Vallance et al. 1999, 2000). 
9.13. Determinación de la implantación de L1 de T. spiralis en tejido muscular 
Del grupo control (CITsp-5FM) y de los grupos tratados con DEX (Tsp-DEX-1FM, DEX-
2FM, DEX-3FM y DEX-4FM) y RTX (Tsp-RTX-1FM, RTX-2FM, RTX-3FM y RTX-4FM), 
sacrificados el día 28 p.i., se obtuvieron muestras de tejido muscular, tales como el 
masetero, lengua, pierna y diafragma (Pozio et al. 1999; Kapel et al. 2005), las cuales se 
colocaron entre dos placas de compresión, que constan de 2 portaobjetos, y se 
comprimieron para ser observadas al microscopio óptico de luz (Carl ZEISS Primo Star, 
modelo 3708. Carl Zeiss Microscopy GmgH 37081 Göttingen, GERMANY) a los 
objetivos 4x, 10x y 40x, observándose la presencia de células nodrizas. Para la 
determinación del número de L1 de T. spiralis implantadas en tejido muscular, se 
observaron 3 campos en un objetivo de 4x por muestra y se contó el número total de L1 
de T. spiralis presentes por campo, posteriormente se promediaron los tres conteos, para 
36 
 
obtener el promedio de L1 de T. spiralis implantadas en el tejido muscular (Chávez et al. 
2011; Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
9.14. Determinación de la carga parasitaria de T. spiralis en tejido muscular 
Se obtuvo el tejido muscular de ratas y ratones de todos los grupos sacrificados el día 28 
p.i. Posteriormente, se molió completamente el tejido muscular (con una moledora Oster® 
Modelo 3212). Después se tomaron porciones de 30 gramos de tejido muscular y se 
colocaron en un tamiz de tul en forma de saco, dentro de un embudo de separación, el cual 
contenía líquido de digestión artificial compuesto de 3% de pepsina (1: 10, 000), 7% de 
ácido clorhídrico al 37% (0.2 M) y 90% de agua destilada. Posteriormente se incubaron a 
37° C durante 24 horas en una incubadora (THELCO, Model 4, Precision Scientific Co. 
Chicago U.S.A.). Trascurridas las 24 horas se procedió a separar los paquetes larvarios, 
los cuales se depositaron en el fondo del embudo, como resultado de la digestión, y se 
recuperaron en tubos cónicos de 15 mL. Posteriormente se realizaron tres lavados con 
PBS pH 7.3. Finalmente se determinó la carga parasitaria (García et al. 2012; Muñoz-
Carrillo et al. 2017). 
9.15. Determinación de la viabilidad de L1 de T. spiralis 
Para evaluar la viabilidad de las L1 de T. spiralis se tomó de cada paquete larvario 15 μL 
de L1 de T. spiralis de los grupos control y tratados con DEX y RTX (de ratas Long-
Evans) y se colocaron en un tubo eppendor de 200 µL, después se les agregó azul tripano 
al 2% (Colorante azul tripano I.C. 23850, 2 gramos; 100 mL de H2O destilada) y se dejó 
reposar durante 15 minutos. Posteriormente, las muestras se observaron en un microscopio 
óptico de luz (Carl ZEISS Primo Star, modelo 3708. Carl Zeiss Microscopy GmgH 37081 
Göttingen, GERMANY) a los objetivos de 4x, 10x y 40x para observar la viabilidad de 
las L1 de T. spiralis. El criterio utilizado para la viabilidad de L1 de T. spiralis fue la 
tinción por exclusión, tiñendo únicamente las L1 muertas (no viables), debido a que las 
L1 vivas (viables) no permiten el paso del colorante a su interior. 
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9.16. Infectividad de L1 de T. spiralis: reproducción de ciclo de vida de T. spiralis 
en ratones BALB/c 
Para evaluar la infectividad de las L1 de T. spiralis tratadas con DEX y RTX, se reprodujo 
el ciclo de vida de T. spiralis en ratones BALB/c (ver infección experimental: modelo de 
ratón). Después de que todos los grupos de ratones se infectaron y se completó el ciclo de 
vida de T. spiralis (día 28 p.i.), se sacrificaron todos los animales y se determinó la carga 
parasitaria (Muñoz-Carrillo et al. 2017). 
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X. ASPECTOS ÉTICOS 
Este estudio fue revisado y aprobado por el Comité de Bioética y el Consejo Académico 
de la UACB-UAZ. Los animales fueron tratados de acuerdo con la Norma Oficial 
Mexicana (NOM-062-ZOO-1999), publicada por la Secretaría de Agricultura, Ganadería, 
Desarrollo Rural, Pesca y Alimentación (SAGARPA) en el DIARIO OFICIAL DE LA 
FEDERACIÓN en junio 28 del 2001. 
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XI. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
Los resultados son expresados como la media ± la desviación estándar (D.E.). La 
significancia estadística se calculó por análisis de varianza (one-way-ANOVA) para la 
comparación de tres o más medias. Se utilizó la prueba de t-student para la comparación 
de dos muestras pareadas. Cuando el valor de *p<0.05 se considera estadísticamente 
significativo. Se utilizó el software Graphpad PRISM para Windows versión 6 (Graphpad 
Software, San Diego, CA, USA). 
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XII. RESULTADOS 
12.1. Producción de citocinas Th1 durante la fase intestinal de la infección por 
Trichinella spiralis 
En este estudio se analizaron los niveles en suero de citocinas Th1 durante la fase intestinal 
de la infección por T. spiralis. En las figuras 9 y 10 se observa que, a las 24 horas p.i., los 
niveles en suero de IL-12 (813 ± 36 pg/mL), INF-γ (5, 390 ± 151 pg/mL), IL-1β (2, 310 
± 143 pg/mL) y TNF-α (1, 667 ± 252 pg/mL) incrementaron significativamente (*p<0.05), 
comparados con el grupo CS (440 ± 22.3 pg/mL; 3, 073 ± 106 pg/mL; 1, 066 ± 244 pg/mL 
y 758 ± 24.7 pg/mL, respectivamente). 
 
Figura 9. Liberación de citocinas Th1 durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis. Los 
niveles de IL-12 (línea negra), INF-γ (línea punteada), IL-1β (línea roja) y TNF-α (línea azul) 
en suero de rata fueron determinados cuantitativamente por ELISA en los grupos CS, CITsp-1-
4; los días 1, 3, 5 y 7 p.i., respectivamente. Los valores son representados como la media ± D.E. 
por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
El día 3 p.i., los niveles en suero de IL-12 (1, 068 ± 110 pg/mL), INF-γ (7, 086 ± 310 
pg/mL), IL-1β (2, 408 ± 128 pg/mL) y TNF-α (1, 719 ± 167 pg/mL) se mantuvieron 
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incrementados significativamente (*p<0.05), comparados con el grupo CS. El día 5 p.i., 
se observó que los niveles en suero de IL-12 (987 ± 126 pg/mL), disminuyeron levemente, 
similar a los niveles en suero del día 3 p.i., mientras que los niveles en suero de INF-γ (7, 
111 ± 306 pg/mL), IL-1β (2, 484 ± 142 pg/mL) y TNF-α (1, 715 ± 226 pg/mL) 
permanecieron incrementados significativamente (*p<0.05), comparados con el grupo 
CS. 
Figura 10. Producción de citocinas Th1 durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis. Los 
niveles de (A) IL-12, (B) INF-γ, (C) IL-1β y (D) TNF-α en suero de rata fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA en los grupos CS (barras azules), CS-RTX (barras verdes), CITsp-
1-4 (barras negras); los días 1, 3, 5 y 7 p.i., respectivamente. Los valores son representados como 
la media ± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
Finalmente, el día 7 p.i., se observó que los niveles en suero de INF-γ (5, 753 ± 188 
pg/mL), IL-1β (2, 088 ± 67 pg/mL) y TNF-α (1, 650 ± 212 pg/mL) disminuyeron 
levemente, pero al igual que los niveles en suero de IL-12 (1, 096 ± 124 pg/mL) se 
mantuvieron incrementados significativamente (*p<0.05), comparados con el grupo CS. 
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Cuando se administró RTX al grupo CS-RTX, se observó que los niveles en suero de IL-
12 (424 ± 25.6 pg/mL), INF-γ (3, 031 ± 106 pg/mL), IL-1β (1, 028 ± 35.4 pg/mL) y TNF-
α (813 ± 54.4 pg/mL) fueron similares al grupo CS (Figura 10A-D). 
12.2. Producción de citocinas Th2 durante la fase intestinal de la infección por 
Trichinella spiralis 
Cuando se determinaron los niveles de citocinas Th2 durante la fase intestinal de la 
infección por T. spiralis (Figura 11), se observó que el día 1 p.i. los niveles en suero de 
IL-4 (34.9 ± 3.9 pg/mL), IL-10 (7, 962 ± 933 pg/mL) e IL-13 (191 ±7.9 pg/mL), 
permanecieron similares a los niveles en suero del grupo CS (37.3 ± 2.5 pg/mL; 8, 162 ± 
391 pg/mL y 189 ± 8.4 pg/mL, respectivamente) (Figuras 12A-D). 
 
Figura 11. Liberación de citocinas Th2 durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis. Los 
niveles de IL-14 (línea negra), IL-10 (línea roja) e IL-13 (línea azul) en suero de rata fueron 
determinados cuantitativamente por ELISA en los grupos CS, CITsp-1-4; los días 1, 3, 5 y 7 
p.i., respectivamente. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, indicando 
el nivel de significancia (*p<0.05). 
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Finalmente, el día 7 p.i. se observó que los niveles en suero de IL-4 (44.7 ± 2.2 pg/mL) e 
IL-13 (206 ± 2.4 pg/mL), incrementaron significativamente (*p<0.05), comparados con 
el grupo CS, mientras que los niveles en suero de IL-10 (9, 553 ± 1, 304 pg/mL), 
permanecieron similares al día 5 p.i. Cuando se administró RTX al grupo CS-RTX, se 
observó que los niveles en suero de IL-4 (49.6 ± 3.6 pg/mL) e IL-13 (214 ± 9.8 pg/mL) 
incrementaron significativamente (*p<0.05). Así mismo, los niveles en suero de IL-10 (8, 
995 ± 896 pg/mL), también incrementaron, sin embargo, este incremento no fue 
significativo, comparados con el grupo CS (Fig. 12B-D). 
Figura 12. Producción de citocinas Th2 durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis. Los 
niveles de (A) IL-4, (B) IL-10 y (C) IL-13 en suero de rata fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA en los grupos CS (barras azules), CS-RTX (barras verdes), CITsp-
1-4 (barras negras), los días 1, 3, 5 y 7 p.i., respectivamente. Los valores son representados como 
la media ± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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12.3. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en la producción de citocinas Th1 
durante la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis 
IL-12. En los grupos Tsp-RTX-1-4FI, tratados con RTX, se observó que los niveles en 
suero de IL-12 disminuyeron significativamente (*p<0.05) los días 1 p.i. (41.9 ± 7 pg/mL), 
3 p.i (91.8 ± 14.4 pg/mL), 5 p.i. (558 ± 49.8 pg/mL) y 7 p.i. (485 ± 69.8 pg/mL), 
comparado con los grupos CITsp-1, -2, -3 y -4, respectivamente (Figura 13A-D).  
Figura 13. Niveles en suero de IL-12 en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de IL-
12 de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas); fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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El tratamiento con DEX mostró niveles en suero de IL-12 similares al tratamiento con 
RTX los días 1 p.i. (47.6 ± 6.5 pg/mL) y 3 p.i. (164 ± 67.8 pg/mL); mientras que en los 
días 5 p.i. (159 ± 22.4 pg/mL) y 7 p.i. (167 ± 51.4 pg/mL), disminuyó significativamente 
los niveles en suero de IL-12 comparado con el tratamiento con RTX (Figura 13A-D). 
INF-γ. Cuando se administró una dosis de RTX al grupo Tsp-RTX-1FI el día 1 p.i., los 
niveles en suero de INF-γ (5, 318 ± 174 pg/mL) fueron similares a los del grupo CITsp-
1FI (Figura 14A). 
Figura 14. Niveles en suero de INF-γ en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de INF-
γ de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras); Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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En los grupos Tsp-RTX-2-4FI, tratados con RTX, se observó que los niveles en suero de 
INF-γ disminuyeron significativamente (*p<0.05) los días 3 p.i. (4, 316 ± 719 pg/mL), 5 
p.i. (5, 761 ± 432 pg/mL) y 7 p.i. (5, 016 ± 204 pg/mL), similar a los grupos tratados con 
DEX, comparados con los grupos CITsp-2, -3 y -4, respectivamente (Figura 14B-D). 
IL-1β. En los grupos Tsp-RTX-1-4FI, tratado con RTX, se observó que los niveles en 
suero de IL-1β disminuyeron significativamente (*p<0.05) los días 1 p.i. (2, 050 ± 104 
pg/mL), 3 p.i (1, 970 ± 57.7 pg/mL), 5 p.i. (1, 923 ± 186 pg/mL) y 7 p.i. (1, 863 ± 42.5 
pg/mL), comparados con los grupos CITsp-1-4, respectivamente (Figura 15A-D). 
Figura 15. Niveles en suero de IL-1β en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de IL-
1β de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI, (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI, (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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Cuando se administró DEX, se observó que los niveles en suero de IL-1β disminuyeron 
significativamente (*p<0.05) los días 1 p.i. (1, 310 ± 97.7 pg/mL), 3 p.i. (1, 138 ± 234 
pg/mL), 5 p.i. (1, 060 ± 136 pg/mL) y 7 p.i. (1, 002 ± 50.1 pg/mL), comparados con grupos 
tratados con RTX (Figura 15A-D). 
TNF-α. En los grupos Tsp-RTX-1-4FI, tratados con RTX, se observó que los niveles en 
suero de TNF-α disminuyeron significativamente (*p<0.05) los días 1 p.i. (1, 387 ± 103 
pg/mL), 3 p.i (1, 409 ± 106 pg/mL), 5 p.i. (1, 229 ± 72.4 pg/mL) y 7 p.i. (1, 120 ± 70.1 
pg/mL), comparados con los grupos CITsp-1-4, respectivamente (Figura 16A-D). 
Figura 16. Niveles en suero de TNF-α en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de TNF-
α de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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El tratamiento con DEX, disminuyó significativamente (*p<0.05) los niveles en suero de 
TNF-α el día 1 p.i. (732 ± 38.4 pg/mL), 3 p.i. (780 ± 60.1 pg/mL), 5 p.i. (686 ± 23 pg/mL) 
and 7 p.i. (814 ± 40.1 pg/mL), comparado con el tratamiento con RTX (Figura 16A-D). 
12.4. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en la producción de citocinas Th2 
durante la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis 
IL-4. EL grupo Tsp-RTX-1FI, tratado con RTX el día 1 p.i., mostró niveles en suero de 
IL-4 (41.9 ± 7.0 pg/mL) similares al grupo CITsp-1 (Figura 17A). 
Figura 17. Niveles en suero de IL-4 en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX con (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; 
(C) tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de 
IL-4 de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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Al administrar DEX, se observó un incremento significativo (*p<0.05) de los niveles en 
suero de IL-4 (47.6 ± 6.5 pg/mL), comparados con el grupo CITsp-1. Sin embargo, no se 
observó una diferencia significativa entre los tratamientos con RTX y DEX (Figura 17A). 
De manera similar, se observó que en los grupos Tsp-RTX-2FI y Tsp-RTX-3FI tratados 
con RTX los días 3 y 5 p.i., los niveles en suero de IL-4 (59.5 ±3.0 pg/mL y 63.6 ± 5.7 
pg/mL, respectivamente) incrementaron significativamente (*p<0.05), comparados con 
los grupos CITsp-2 y CITsp-3, respectivamente (Figura 17B y C). 
Por otro lado, en los grupos Tsp-DEX-2FI y Tsp-DEX-3FI, tratados con DEX, se observó 
que en los días 3 y 5 p.i., los niveles en suero de IL-4 (30.4 ± 2.6 pg/mL y 41.6 ± 2.3 
pg/mL, respectivamente) disminuyeron significativamente (*p<0.05), comparados con los 
grupos CITsp-2 y CITsp-3, respectivamente (Figura 17B y C).  
Finalmente, en los grupos Tsp-RTX-4FI y Tsp-DEX-4FI tratados con RTX y DEX, 
respectivamente, se observó que el día 7 p.i. mostraron niveles basales de IL-4 en suero 
similares a los grupos CITsp-4 y CS (Figura 17D). 
IL-10. En los grupos Tsp-RTX-1FI y Tsp-RTX-3FI, tratados con RTX, se observó que en 
los días 1 y 5 p.i. los niveles en suero de IL-10 (13, 203 ± 1,  210 pg/mL y 15,062 ± 475 
pg/mL; respectivamente) incrementaron significativamente (*p<0.05), comparados con 
los grupos CITsp-1 y CITsp-3, así como con los grupos  Tsp-DEX-1FI (8, 037 ± 363 
pg/mL) y Tsp-DEX-3FI (9, 020 ± 726 pg/mL) tratados con DEX, respectivamente (Figura 
18A y C).  
Mientras que en los grupos Tsp-RTX-2FI y Tsp-RTX-4FI, tratados con RTX, se observó 
que los días 3 y 7 p.i. los niveles en suero de IL-4 (10, 220 ± 1, 554 pg/mL y 9, 295 ± 1, 
017 pg/mL) fueron similares a los grupos CITsp-2 y CITsp-4, así como a los grupos Tsp-
DEX-2FI (9, 253 ± 615 pg/mL) y Tsp-DEX-4FI (9, 737 ± 911 pg/mL) tratados con DEX, 
respectivamente (Figura 18B y D). 
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Figura 18. Niveles en suero de IL-10 en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de IL-
10 de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
IL-13. En los grupos Tsp-RTX-1FI y Tsp-RTX-2FI, tratados con RTX, se observó que los 
días 1 y 3 p.i. los niveles en suero de IL-13 (187 ± 25.3 pg/mL y 176 ± 6.8 pg/mL, 
respectivamente) fueron similares a los grupos CITsp-1 y CITsp-2, respectivamente 
(Figura 19A y B). Mientras que los grupos Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI, tratados con 
RTX, se observó que los días 5 y 7 p.i. los niveles en suero de IL-13 (232 ± 6.4 pg/mL y 
223 ± 9.8 pg/mL) incrementaron significativamente (*p<0.05), comparados con los 
grupos CITsp-3 y CITsp-4, respectivamente (Figura 19C y D). Con respecto a los grupos 
tratados con DEX, únicamente, los grupos Tsp-DEX-1FI y Tsp-DEX-4FI mostraron un 
incremento significativo (*p<0.05) de los niveles en suero de IL-13 el día 1 p.i. (217 ± 6.4 
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pg/mL) y 7 p.i. (239 ± 12.2 pg/mL), comparados con los grupos CITsp-1 y CITsp-4, 
respectivamente (Figura 19A y D). 
Figura 19. Niveles en suero de IL-13 en ratas tratadas con dexametasona y resiniferatoxina. 
Tratamientos con DEX y RTX: (A) una dosis el día 1 p.i.; (B) dos dosis los días 1 y 3 p.i.; (C) 
tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y (D) tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los niveles en suero de IL-
13 de los grupos CS-RTX (barras verdes), CS (barras azules), CITsp-1-4 (barras negras), Tsp-
DEX-1-4FI (barras rojas) y Tsp-RTX-1-4FI (barras moradas), fueron determinados 
cuantitativamente por ELISA. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
12.5. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en el porcentaje de eosinófilos en 
sangre durante la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis 
En la figura 20B se observa que durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis el 
porcentaje de eosinófilos en sangre incrementó significativamente (*p<0.05) el día 1 p.i. 
(5 ± 1 %Eos, grupo CITsp-1), día 3 p.i. (7 ± 1 %Eos, grupo CITsp-2), día 5 p.i. (8 ± 1.4 
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%Eos, grupo CITsp-3) y día 7 p.i. (12 ± 1.6 %Eos, grupo CITsp-4), mientras que el 
porcentaje de eosinófilos en sangre del grupo CS-RTX (0.8 ± 0.2 %Eos), disminuyó 
significativamente (*p<0.05), comparado con el grupo CS (2 ± 0.2 %Eos). 
Figura 20. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre el porcentaje de eosinófilos en sangre. 
(A) Fotomicrografías de eosinófilos en sangre de los grupos CS (100x), CTIsp-4 (día 7 p.i., 
100x), Tsp-DEX-1FI (día 1 p.i., 200x), Tsp-DEX-3FI (día 5 p.i., 200x), Tsp-RTX-2FI (día 3 p.i., 
200x) y Tsp-RTX-4FI (día 7 p.i., 200x). (B) Porcentaje de eosinófilos en sangre durante la fase 
intestinal de la infección por T. spiralis. Grupo CS (barra verde), grupos CITsp-1-4 (barras 
negras) y grupo HC-RTX (barra azul). (C) Porcentaje de eosinófilos en sangre el día 1 p.i., 
tratamiento con DEX (barras rojas) y RTX (barras moradas) con una dosis el día 1 p.i. (D) 
Porcentaje de eosinófilos en sangre el día 3 p.i., tratamiento con DEX y RTX con dos dosis los 
días 1 y 3 p.i. (E) Porcentaje de eosinófilos en sangre el día 5 p.i., tratamiento con DEX y RTX 
con tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i. (F) Porcentaje de eosinófilos en sangre el día 7 p.i., tratamiento 
con DEX y RTX con tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los valores son representados como la media 
± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
Cuando se administró RTX a los grupos Tsp-RTX-1-4FI, se observó que el porcentaje de 
eosinófilos en sangre disminuyó significativamente (*p<0.05) el día 1 p.i. (2 ± 0.7 %Eos), 
día 3 p.i. (0.9 ± 0.3 %Eos), día 5 p.i. (1 ± 0.6 %Eos) y día 7 p.i. (0.9 ± 0.5 %Eos), 
comparados con los grupos CITsp-1-4, respectivamente. Cuando se administró DEX, a 
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los grupos Tsp-DEX-1-4FI, se observó que el porcentaje de eosinófilos en sangre fue 
similar al tratamiento con RTX los días 1 p.i. (1.5 ± 0.9 %Eos) and 5 p.i. (2 ± 1%Eos), 
mientras que los días 3 p.i. (2.2 ± 1.2 %Eos) y 7 p.i. (3.7 ± 0.5 %Eos). 
12.6. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en el número de eosinófilos en 
intestino delgado en la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis 
En la figura 21 se observa que el número de eosinófilos en intestino delgado incremento 
significativamente (*p<0.05) el día 3 p.i. (31 ± 3 Eos/UAID, grupo CITsp-1), día 5 p.i. 
Figura 21. Número de eosinófilos en intestino delgado durante la fase intestinal de la infección por 
T. spiralis. En la gráfica se muestran los grupos CS-RTX (barra verde), CS (barra azul), CITsp-
1-4 (barras negras). Se muestran las fotomicrografías de los grupos CS-RTX, CS, CITsp-1-4, 
los días 3, 5, 7 y 10 p.i., respectivamente; a un objetivo de 100x de magnificación, bajo el 
microscopio óptico de luz. Las flechas rojas indican la presencia de eosinófilos en tejido 
intestinal. Los resultados son expresados como el número de eosinófilos por UAID: 62, 500 µm2 
a 100x de magnificación. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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(63 ± 5 Eos/UAID, grupo CITsp-2), día 7 p.i. (72 ± 8 Eos/UAID, grupo CITsp-3) y día 10 
p.i. (74 ± 10 Eos/UAID, grupo CITsp-4), comparados con el grupo CS (10 ± 2 Eos/UAID). 
Con respecto al grupo CS-RTX, se observó que el número de eosinófilos en intestino 
delgado (12 ± 1 Eos/UAID) fue similar al grupo CS. 
Figura 22. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en el número de eosinófilos en intestino 
delgado. (A) Fotomicrografías de eosinófilos en intestino delgado de los grupos tratados con 
RTX (Tsp-RTX-1-4FI) y DEX (Tsp-DEX-1-4FI) a un objetivo de 100x de magnificación, bajo el 
microscopio óptico de luz. Las flechas rojas indican la presencia de eosinófilos. En la gráfica se 
muestran los grupos CITsp-1-4 (barras negras). (B) Número de eosinófilos en intestino delgado 
el día 3 p.i., tratamiento con DEX (barras rojas) y RTX (barras moradas) con una dosis el día 1 
p.i. (C) Número de eosinófilos en intestino delgado el día 5 p.i., tratamiento con DEX y RTX 
con dos dosis los días 1 y 3 p.i. (D) Número de eosinófilos en intestino delgado el día 7 p.i., 
tratamiento con DEX y RTX con tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i. (E) Número de eosinófilos en 
intestino delgado el día 10 p.i., tratamiento con DEX y RTX con tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. 
Los resultados sonn expresados como el número de eosinófilos por UAID: 62, 500 µm2 a 100x 
de magnificación. AD: Hembra Adulta de T. spiralis. VS: vaso sanguíneo. Los valores son 
representados como la media ± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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Cuando se administró RTX a los grupos Tsp-RTX-1-4FI, se observó que el número de 
eosinófilos en intestino delgado disminuyó significativamente (*p<0.05) el día 3 p.i. (18 
± 3 Eos/UAID), día 5 p.i. (25 ± 4 Eos/UAID), día 7 p.i. (33 ± 4 Eos/UAID) y día 10 p.i. 
(48 ± 5 Eos/UAID), comparados con los grupos CITsp-1-4, respectivamente (Figura 22B-
E).  Al administrar DEX al grupo Tsp-DEX-1FI, se observó que el día 3 p.i. el número de 
eosinófilos en intestino delgado (29 ± 6 Eos/UAID) fueron similares al grupo CITsp-1. 
Mientras que en los grupos Tsp-DEX-2-4FI tratados con DEX, se observó que el número 
de eosinófilos en intestino delgado disminuyó significativamente (*p<0.05) el día 5 p.i. 
(37 ± 7 Eos/UAID), día 7 p.i. (33 ± 5 Eos/UAID) y día 10 p.i. (33 ± 2 Eos/UAID), 
comparados con los grupos CITsp-2-4, respectivamente (Figura 22B-E). 
 
Figura 23. Número de mastocitos en intestino delgado durante la fase intestinal de la infección por 
T. spiralis. En la gráfica se muestran los grupos CS-RTX (barra verde), CS (barra azul), CITsp-
1-4 (barras negras). Se muestran las fotomicrografías de los grupos CS-RTX, CS, CITsp-1-4, 
los días 3, 5, 7 y 10 p.i., respectivamente, a un objetivo de 100x de magnificación, bajo el 
microscopio óptico de luz. Las flechas rojas indican la presencia de mastocitos en tejido 
intestinal. Los resultados son expresados como el número de mastocitos por UAID: 62, 500 µm2 
a 100x de magnificación. Mast: mastocitos. Los valores son representados como la media ± D.E. 
por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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12.7. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en el número de mastocitos en 
intestino delgado en la fase intestinal de la infección por Trichinella spiralis 
En la fase intestinal de la infección por T. spiralis el número de mastocitos en intestino 
delgado incrementó significativamente (*p<0.05) el día 3 p.i. (18 ± 2 Mast/UAID, grupo  
 
Figura 24. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina en el número de mastocitos en intestino 
delgado. (A) Fotomicrografías de mastocitos en intestino delgado de los grupos tratados con 
RTX (Tsp-RTX-1-4FI) y DEX (Tsp-DEX-1-4FI) a un objetivo de 100x de magnificación, bajo el 
microscopio óptico de luz. Las flechas rojas indican la presencia de mastocitos. En la gráfica se 
muestran los grupos CITsp-1-4 (barras negras). (B) Número de mastocitos en intestino delgado 
el día 3 p.i en ratas tratadas con DEX (barras rojas) y RTX (barras moradas) con una dosis el día 
1 p.i. (C) Número de mastocitos en intestino delgado el día 5 p.i en ratas tratadas con DEX y 
RTX con dos dosis los días 1 y 3 p.i. (D) Número de mastocitos en intestino delgado el día 7 p.i 
en ratas tratadas con DEX y RTX con tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i. (E) Número de mastocitos 
en intestino delgado el día 10 p.i en ratas tratadas con DEX y RTX con tres dosis los días 3, 5 y 
7 p.i. Los resultados son expresados como el número de mastocitos por UAID: 62, 500 µm2 a 
100x de magnificación. Mast: mastocitos. Los valores son representados como la media ± D.E. 
por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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CITsp-1) día 5 p.i. (19 ± 1 Mast/UAID, grupo CITsp-2), día 7 p.i. (16 ± 2 Mast/UAID, 
grupo CITsp-3) y día 10 p.i. (17 ± 1 Mast/UAID, grupo CITsp-4). De manera similar, en 
el grupo CS-RTX, se observó un aumento significativo (*p<0.05) en el número de 
mastocitos (11 ± 2 Mast/UAID); comparados con el grupo CS (6 ± 2 Mast/UAID) (Figura 
23). Cuando se administró RTX a los grupos Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y 
Tsp-RTX-4FI, se observó que el número de mastocitos en intestino delgado incremento 
significativamente (*p<0.05) el día 3 p.i. (47 ± 5 Mast/UAID), día 5 p.i. (42 ± 4 
Mast/UAID), día 7 p.i. (60 ± 5 Mast/UAID) y día 10 p.i. (91 ± 5 Mast/UAID), comparados 
con los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, respectivamente. Sin embargo, 
cuando se administró DEX a los grupos Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-
DEX-3FI, se observó que los días 3p.i. (18 ± 4 Mast/UAID), 5 p.i. (17 ± 3 Mast/UAID), 7 
p.i. (18 ± 2 Mast/UAID) y 10 p.i. (19 ± 3 Mast/UAID) el número de mastocitos en intestino 
delgado fueron similares a los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, 
respectivamente (Figura 24B-E). 
12.8. Efecto de la resiniferatoxina sobre la expulsión de parásitos adultos de 
Trichinella spiralis del intestino delgado durante la fase intestinal de la infección 
Durante el ciclo de vida de T. spiralis, al inicio de la fase intestinal, una vez que las L1 
invaden el intestino delgado, tardan aproximadamente 48 horas en madurar a un estadio 
adulto, diferenciándose de L1 a parásitos adultos hembra y macho (Moreno et al., 2009; 
Theodoropoulos y Petrakos 2010). En la figura 25 se observa que a las 72 horas p.i. (día 
3 p.i., grupo CITsp-1), se encontraron 474 ± 35 parásitos adultos de T. spiralis, similar a 
la dosis de infección inicial, 500 L1 de T. spiralis. Sin embargo, para el día 5 p.i. (grupo 
CITsp-2) se observó que el número de parásitos adultos de T. spiralis (268 ± 32 parásitos 
adultos de T. spiralis) disminuyó significativamente (*p<0.05), comparado con el día 3 
p.i., observándose la expulsión de parásitos adultos de T. spiralis del intestino delgado. 
Posteriormente, los días 7 p.i. (227 ± 30 parásitos adultos de T. spiralis) y 10 p.i. (210 ± 
40 parásitos adultos de T. spiralis) se observó un decremento significativo (*p<0.05) del 
número de parásitos adultos de T. spiralis del intestino delgado, comparados con el día 3 
p.i. (Figura 25). 
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Figura 25. Número de parásitos adultos de T. spiralis en intestino delgado durante la fase intestinal 
de la infección. En la gráfica se muestran los grupos CITsp-1-4 (barras negras). La barra azul 
representa las 500 L1 de T. spiralis con las que se infectaron los grupos CITsp-1-4. Se muestran 
las fotomicrografías de los grupos CITsp-1-4 los días 3, 5, 7 y 10 p.i., respectivamente, a 
diferentes objetivos 10x y 40x. MA: macho adulto, HA: hembra adulto. LRN: larva recién 
nacida. Las flechas rojas indican la presencia de adultos de T. spiralis en intestino delgado. Los 
valores son representados como la media ± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia 
(*p<0.05). 
Cuando se administró DEX a los grupos, se observó un retraso significativo en la 
expulsión de los parásitos adultos de T. spiralis del intestino delgado. El día 3 p.i., se 
observó que el grupo Tsp-DEX-1FI (451 ± 75 parásitos adultos de T. spiralis) presentó un 
número similar de parásitos adultos de T. spiralis al compararlo con el grupo CITsp-1. 
Mientras que en los grupos Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-1FI, se observó que 
en los días 5 p.i. (436 ± 52 parásitos adultos de T. spiralis), 7 p.i. (461 ± 76 parásitos 
adultos de T. spiralis) y 10 p.i. (500 ± 25 parásitos adultos de T. spiralis) incrementó 
significativamente (*p<0.05) el número de parásitos adultos de T. spiralis, comparado con 
los grupos CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, respectivamente (Figura 26B-E). 
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Figura 26. Efecto de la resiniferatoxina sobre la expulsión de parásitos adultos de T. spiralis. (A) 
Fotomicrografías del intestino delgado de los grupos tratados con RTX (Tsp-RTX-1-4FI) y DEX 
(Tsp-DEX-1-4FI), a unos objetivos de 10x y 40x. Las flechas rojas indican la presencia de 
parásitos adultos de T. spiralis. En las gráficas se muestran los grupos CITsp-1-4 (barras negras). 
(B) Número de parásitos adultos de T. spiralis en intestino delgado el día 3 p.i., tratamiento con 
DEX (barras rojas) y RTX (barras moradas) con una dosis el día 1 p.i. (C) Número de parásitos 
adultos de T. spiralis en intestino delgado el día 5 p.i., tratamiento con DEX y RTX con dos 
dosis los días 1 y 3 p.i. (D) Número de parásitos adultos de T. spiralis en intestino delgado el 
día 7 p.i., tratamiento con DEX y RTX con tres dosis los días 1, 3 y 5 p.i. (E) Número de parásitos 
adultos de T. spiralis en intestino delgado el día 10 p.i., tratamiento con DEX y RTX con tres 
dosis los días 3, 5 y 7 p.i. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, 
indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
Por otro lado, cuando se administró RTX a los grupos Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-
RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI,  se observó un decremento significativo (*p<0.05) del número 
de parásitos adultos de T. spiralis del intestino delgado los días 3 p.i. (296 ± 45 parásitos 
adultos de T. spiralis), 5 p.i. (158 ± 17 parásitos adultos de T. spiralis), 7 p.i. (176 ± 21 
parásitos adultos de T. spiralis) y 10 p.i. (95 ± 13 parásitos adultos de T. spiralis), 
60 
 
comparados con los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4, respectivamente. De 
manera similar, en los grupos tratados con RTX, se observó un decremento significativo 
(*p<0.05) del número de parásitos adultos de T. spiralis del intestino delgado los días 3, 
5, 7 y 10 p.i., comparados con los grupos tratados con DEX (Figura 26B-E). 
12.9. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre la fase muscular de la 
infección por Trichinella spiralis 
Evaluamos el efecto del tratamiento con RTX sobre la fase muscular de la infección por 
T. spiralis. En la gráfica 27A se observa que el tratamiento con una dosis de RTX el día 1 
p.i., disminuyó significativamente (*p<0.05) el número de L1 el día 28 p.i. en diafragma 
(67 ± 12 L1), lengua (44 ± 13 L1), masetero (31 ± 7 L1) y pierna (26 ± 9), comparados 
con el grupo CITsp-5 (157 ± 17 L1, 96 ± 21 L1, 116 ± 12 L1 y 68 ± 8 L1, respectivamente). 
En contraste, el tratamiento con una dosis de DEX el día 1 p.i., incrementó 
significativamente (*p<0.05) el número de L1 el día 28 p.i. en pierna (96 ± 10 L1), 
mientras que el número de L1 en diafragma (184 ± 29 L1), lengua (101 ± 12 L1) y 
masetero (89 ± 3 L1, *p<0.05) fueron similares al grupo CITsp-5. 
El tratamiento con dos dosis de RTX (días 1 y 3 p.i.) mostró el mismo efecto 
disminuyendo significativamente (*p<0.05) el número de L1 implantadas el día 28 p.i. en 
diafragma (65 ± 13 L1), lengua (47 ± 13 L1), masetero (36 ± 10 L1) y pierna (20 ± 8 L1). 
Mientras que el tratamiento con dos dosis de DEX (días 1 y 3 p.i.) incrementó 
significativamente (*p<0.05) el número de L1 el día 28 p.i. en diafragma (224 ± 21 L1) y 
pierna (112 ± 11 L1), comparados con el grupo CITsp-5 (Figura 27B). Cuando se 
administraron tres dosis de RTX (días 1, 3 y 5 p.i.) se observó una disminución 
significativa (*p<0.05) en el número de L1 el día 28 p.i. en diafragma (49 ± 16 L1), lengua 
(41 ± 17 L1), masetero (23 ± 6 L1) y pierna (15 ± 3 L1). Mientras que el tratamiento con 
tres dosis de DEX (días 1, 3 y 5 p.i.) incrementó significativamente (*p<0.05) el día 28 
p.i. el número de L1 en diafragma (225 ± 34 L1), lengua (132 ± 9 L1) y pierna (116 ± 14 
L1), comparados con el grupo CITsp-5 (Figura 27C). 
61 
 
Figura 27. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre la implantación de las L1 de T. spiralis 
en tejido muscular. Se muestra el número de L1 de T. spiralis en diafragma, lengua, masetero 
y pierna el día 28 p.i. de los grupos CITsp-5 (barras negras), Tsp-DEX-1-4FM (barras rojas) y 
Tsp-RTX-1-4FM (barras moradas) tratadas con (A) una dosis de DEX y RTX el día 1 p.i.; (B) 
dos dosis de DEX y RTX los días 1 y 3 p.i.; (C) tres dosis de DEX y RTX los días 1, 3 y 5 p.i.; 
y (D) con tres dosis los días 3, 5 y 7 p.i. (E) Fotomicrografías de las L1 de T. spiralis implantadas 
en diafragma el día 28 p.i. de los grupos CITsp-5, Tsp-DEX-1FM, Tsp-RTX-1FM y Tsp-RTX-
3FM. Las muestras de tejido muscular fueron observadas bajo el microscopio óptico de luz con 
el objetivo de 4x. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, indicando el 
nivel de significancia (*p<0.05). 
Finalmente, la figura 27D se muestra como el tratamiento con tres dosis de RTX (días 3, 
5 y 7 p.i.) disminuyó significativamente (*p<0.05) el número de L1 el día 28 p.i. en 
diafragma (53 ± 12 L1), lengua (25 ± 11 L1), masetero (34 ± 15 L1) y pierna (19 ± 8 L1). 
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Mientras que en el tratamiento con tres dosis de DEX (días 3, 5 y 7 p.i.) no se observó 
diferencia significativa, comparados con el grupo CITsp-5. 
Por otro lado, se determinó el efecto del tratamiento con RTX sobre la carga parasitaria 
en la fase muscular de la infección por T. spiralis. En la figura 28 se muestra como los 
grupos Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI, tratados con RTX 
disminuyeron significativamente (*p<0.05) la carga parasitaria el día 28 p.i. (8, 375 ± 1, 
737 L1, 8, 438 ± 2, 009 L1, 8, 250 ± 2, 554 L1 y 7, 125 ± 1, 352 L1, respectivamente), 
comparados con el grupo CITsp-5 (14, 500 ± 2, 872 L1).  
Figura 28. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre la carga parasitaria de T. spiralis. Se 
muestra la carga parasitaria de T. spiralis por cada 30 gramos de carne infectada de los grupos 
CITsp-5 (barras negras), tratados con RTX (barras moradas) y DEX (barras rojas). (A) Se 
muestra la viabilidad de L1 de los grupos tratados con DEX y RTX, donde las flechas rojas 
indican L1 de T. spiralis no viables. Las L1 de T. spiralis fueron observadas bajo el microscopio 
óptico de luz a un objetivo de 10X. (B) Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos tratados con 
una dosis de RTX y DEX el día 1 p.i. (C) Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos tratados 
con dos dosis de RTX y DEX los días 1 y 3 p.i. (D) Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos 
tratados con tres dosis de RTX y DEX los días 1, 3 y 5 p.i. (E) Carga parasitaria el día 28 p.i. de 
los grupos tratados con tres dosis de RTX y DEX días 3, 5 y 7 p.i. Los valores son representados 
como la media ± D.E. por grupo, indicando el nivel de significancia (*p<0.05). 
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Los grupos Tsp-DEX-1FI y Tsp-DEX-2FI, tratados con DEX, aumentaron la carga 
parasitaria el día 28 p.i. (16, 625 ± 3, 807 L1 y 19, 650 ± 3, 686 L1, respectivamente), sin 
embargo, este incremento no fue significativo, mientras que los grupos Tsp-DEX-3FI y 
Tsp-DEX-4FI tratados con DEX aumentaron significativamente (*p<0.05) la carga 
parasitaria el día 28 p.i. (22, 125 ± 3, 243 L1 y 25, 000 ± 5, 728 L1, respectivamente), 
comparados con el grupo CITsp-5 (Figura 28B-E). 
12.10. Efecto de la resiniferatoxina en la viabilidad de las L1 de Trichinella spiralis 
Posteriormente, se determinó de manera cualitativa la viabilidad de las L1 de T. spiralis 
de los grupos CITsp-5 y tratados con RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y 
Tsp-RTX-4FI) y DEX (Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI), a 
través de la técnica de azul tripano. En la figura 28A se observa que en los grupos tratados 
con DEX, todas las L1 de T. spiralis estaban viables, debido a que el colorante azul tripano 
no penetró al interior de las L1, similar al grupo CITsp-5. Mientras que en los grupos 
tratados con RTX, se observaron L1 no viables, debido a que el colorante azul tripano 
penetró al interior de las L1. 
12.11. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre la infectividad de las L1 de 
Trichinella spiralis en ratones BALB/c 
Finalmente, se determinó el efecto del tratamiento con RTX sobre la infectividad de las 
L1 de T. spiralis de los grupos CITsp-5 y tratados con DEX y RTX en ratones BALB/c. 
Cuando los grupos rTsp-RTX-1, rTsp-RTX-2, rTsp-RTX-3 y rTsp-RTX-4 de ratones 
BALB/c se infectaron con 150 L1 de T. spiralis procedentes de los grupos de ratas tratados 
con RTX (Tsp-RTX-1FI, Tsp-RTX-2FI, Tsp-RTX-3FI y Tsp-RTX-4FI, respectivamente), se 
observó que la carga parasitaria de los grupos rTsp-RTX-1 (8, 076 ± 1, 990 L1), rTsp-
RTX-2 (7, 758 ± 1, 632 L1), rTsp-RTX-3 (9, 423 ± 759 L1) y rTsp-RTX-4 (8, 428 ± 517 
L1) disminuyó significativamente (*p<0.05) comparados con el grupo rCITsp (14, 037 ± 
1, 807 L1). Mientras que en los grupos rTsp-DEX-1 (10, 323 ± 2, 872 L1), rTsp-DEX-2 
(11, 056 ± 3, 572 L1), rTsp-DEX-3 (10, 820 ± 2, 432 L1) y rTsp-DEX-4 (10, 622 ± 1, 642 
L1) de ratones BALB/c, infectados con 150 L1 de T. spiralis procedentes de los grupos 
de ratas tratadas con DEX (Tsp-DEX-1FI, Tsp-DEX-2FI, Tsp-DEX-3FI y Tsp-DEX-4FI), se 
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observó que no hubo diferencia significativa comparados con el grupo rCITsp (Figura 
29A-D). 
 
Figura 29. Efecto del tratamiento con resiniferatoxina sobre infectividad de las L1 de T. spiralis en 
ratones BALB/c. Se muestra la carga parasitaria de T. spiralis en ratones BALB/c de los grupos 
rCITsp (barras negras), rTsp-RTX-1-4 (barras moradas) y rTsp-DEX-1-4 (barras rojas). (A) 
Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos infectados con L1 tratadas con una dosis de RTX 
y DEX el día 1 p.i. (B) Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos infectados con L1 tratadas 
con dos dosis de RTX y DEX los días 1 y 3 p.i.  (D) Carga parasitaria el día 28 p.i. de los grupos 
infectados con L1 tratadas con tres dosis de RTX y DEX los días 1, 3 y 5 p.i. (E) Carga 
parasitaria el día 28 p.i. de los grupos infectados con L1 tratadas con tres dosis de RTX y DEX 
los días 3, 5 y 7 p.i. Los valores son representados como la media ± D.E. por grupo, indicando 
el nivel de significancia (*p<0.05). 
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XIII. DISCUSIÓN 
Durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis, se activa el sistema inmune del 
hospedero induciendo una respuesta inmune temprana de tipo Th1, que posteriormente 
polariza a una respuesta inmune de tipo Th2, resultando en una mezcla de ambas 
respuestas inmunes (Ilic et al. 2012; Ashour 2013), dependientes de las células T-CD4+ 
(Bruschi y Chiumiento 2012). Ambas respuestas inmunes, Th1/Th2, tienen un papel clave 
en el establecimiento del entorno de citocinas en el ambiente intestinal, dirigiendo de este 
modo, su diferenciación ya sea suprimiendo o favoreciendo la respuesta inflamatoria 
intestinal, la cual se cree es crucial para la expulsión y eliminación del parásito (Cieza et 
al. 2012). 
Estudios en modelos in vitro como in vivo han mostrado que durante la etapa temprana de 
la fase intestinal de la infección por T. spiralis, los antígenos TSL-1 inducen la activación 
y maduración de las células dendríticas (Ilic et al. 2011; Sofronic-Milosavljevic et al. 
2015), promoviendo el desarrollo de la respuesta inmune Th1 (Gruden-Movsesijan et al. 
2011), lo que resulta en un incremento significativo de citocinas Th1 como la IL-12 
(Gentilini et al. 2011; Yu et al. 2013), INF-γ (Ilic et al. 2008; Gentilini et al. 2011; Gruden-
Movsesijan et al. 2011; Yu et al. 2013), IL-1β (Ming et al. 2016) y TNF-α (Gentilini et al. 
2011; Yu et al. 2013). Debido al importante rol de estas citocinas Th1 en la respuesta 
inmune del hospedero frente a la infección por T. spiralis, en este estudio, primero se 
evaluó el perfil de citocinas Th1 durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis, 
y observamos que los niveles en suero de IL-12, INF-γ, IL-1β y TNF-α incrementaron 
significativamente (Figuras 1 y 2). 
Diversos estudios han demostrado la importancia de la respuesta inmune Th1 durante la 
infección por T. spiralis. Sin embargo, estas investigaciones sugieren que la respuesta 
inmune de tipo Th1 favorece la infección por T. spiralis. La IL-12 junto con el INF-γ, son 
de vital importancia durante la respuesta inmune frente a la infección por T. spiralis, ya 
que participan en la polarización de la respuesta inmune de tipo Th1 (Ilic et al. 2008; 
Gentilini et al. 2011; Gruden-Movsesijan et al. 2011; Yu et al. 2013) (Figura 4A). Sin 
embargo, la administración exógena de IL-12 en la infección por T. spiralis suprime la 
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mastocitosis intestinal, retrasando la expulsión del parásito e incrementando la carga 
parasitaria a nivel muscular (Helmby y Grencis 2003). 
Con respecto al TNF-α, estudios han mostrado que es una citocina que se produce durante 
la fase intestinal de la infección por T. spiralis (Gentilini et al. 2011; Yu et al. 2013; Roy 
et al. 2016). Sin embargo, diversos estudios han asociado la producción de TNF-α con el 
desarrollo de la patología intestinal durante la Trichinellosis. Un estudio mostró, que en 
ratones deficientes del receptor 1 de TNF (TNFR1) son todavía capaces de expulsar a T. 
spiralis, aunque se observó una reducción en la patología intestinal (Lawrence et al. 1998). 
Otro estudio mostró que el TNF-α derivado de mastocitos es necesario para la 
mastocitosis, así como para la generación de la respuesta inmune de tipo Th2, las cuales 
son necesarias para la expulsión de T. spiralis (Ierna et al. 2008). Además, la forma soluble 
de TNF-α juega un papel crítico en la protección contra el parásito a través de la respuesta 
inmune Th2, ya que la ausencia de TNF-α soluble en ratones transgénicos retrasó 
significativamente la expulsión de T. spiralis, junto con una reducción en la patología 
intestinal y la mastocitosis (Ierna et al. 2009). Un estudio reciente revelo que el incremento 
de los niveles en suero de TNF-α estaba asociado con el desarrollo de la patología 
intestinal durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis (Muñoz-Carrillo et al. 
2017) (Figura 4). 
Por otro lado, se sabe que la IL-1β participa en la respuesta inflamatoria intestinal en la 
infección por T. spiralis. Aunque aún no se conoce bien el rol de la IL-1β en la 
Trichinellosis, un estudio in vitro mostró las L1 de T. spiralis son capaces de incrementar 
los niveles de IL-1β derivada de células epiteliales intestinales (Ming et al. 2016). Otro 
estudio in vivo mostró que los niveles en suero de IL-1β incrementaron significativamente 
en ratones C56BL/6 infectados con 500 L1 de T. spiralis (Roy et al. 2016). 
Estas investigaciones sugieren que la respuesta inmune de tipo Th1 del hospedero 
favorece la infección por T. spiralis. En este estudio, se observó que los cuatro 
tratamientos con RTX y DEX (una dosis el día 1 p.i., dos dosis los días 1 y 3 p.i., tres 
dosis los días 1, 3 y 5 p.i.; y 3 dosis los días 3, 5 y 7 p.i.) disminuyeron significativamente 
los niveles en suero de IL-12, INF-γ, TNF-α e IL-1β en la fase intestinal de la infección 
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por T. spiralis. Por un lado, estudios han demostrado que los antiinflamatorios de tipo 
esteroideo (como la DEX) suprimen la expresión de genes proinflamatorios por inhibición 
de factores de trascripción como el NF-B (Wullaert et al. 2011), la proteína activadora 
(AP)-1 (Biddie et al. 2012) y STAT-4, previniendo la trascripción de citocinas 
inflamatorias como la IL-1β, TNF-α (Barnes 2006), IL-12 (Franchimont et al. 2000) e 
INF-γ (Verhoef et al. 1999).  
Con respecto a la RTX, se sabe que realiza la mayor parte de sus funciones biológicas a 
través del receptor TRPV1 (Pal et al. 2009; Nilius y Szallasi 2014), activando y luego 
desensibilizando al receptor TRPV1 produciendo analgesia (Carnevale y Rohacs 2016; 
Lee et al. 2016). Sin embargo, estudios in vitro han demostrado que la RTX tiene un 
importante efecto antiinflamatorio, ya que inhibió la expresión de NF-B en células ML-
1a estimuladas con TNF-α de manera dosis-dependiente (Singh et al. 1996). De manera 
similar, también se demostró que la RTX inhibió la expresión de la iNOS y COX-2 en 
macrófagos RAW264.7 estimulados con LPS e IFN-γ, resultando en una disminución de 
la PGE2 y NO (Chen et al. 2003). El mismo efecto antiinflamatorio de la RTX se ha 
observado en modelos in vivo. Un estudio basado en un modelo de insuficiencia renal 
isquémica aguda mostró que el tratamiento con RTX previno el daño renal inhibiendo la 
respuesta inflamatoria, induciendo simultáneamente una disminución en la expresión del 
TNF-α renal y un aumento de IL-10 en plasma (Ueda et al. 2008). Otro estudio en ratones 
BALB/c estimulados con LPS mostró que la RTX disminuyo de manera significativa los 
niveles en suero de PGE2, NO y TNF-α (Gutiérrez-Coronado et al. 2012). Finalmente, en 
una investigación reciente, se observó que el tratamiento con RTX en la fase intestinal de 
la infección por T. spiralis disminuyó significativamente los niveles de PGE2, NO y TNF-
α en suero de rata (Muñoz-Carrillo et al., 2017). Nuestros resultados coinciden con estos 
estudios, ya que la RTX disminuyó los niveles en suero de citocinas Th1 como la IL-12, 
INF-γ, IL-1β y TNF-α, observándose un efecto farmacológico similar por parte de la RTX 
(Figura 30). 
Es importante resaltar que ambos tratamientos con DEX y RTX en los días 1, 3, 5 y 7 p.i. 
disminuyeron significativamente los niveles en suero de INF-γ, mostrando una fina 
regulación a la baja, pero no una supresión de la síntesis de INF-γ. Con respecto a la IL-
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12, ambos tratamientos con DEX y RTX en los días 1 y 3 p.i., mostraron una supresión 
en la síntesis de IL-12. Sin embargo, los en los días 5 y 7 p.i., el tratamiento con DEX 
continuó suprimiendo la síntesis de IL-12, mientras que el tratamiento con RTX mantuvo 
los niveles en suero de IL-12 similar al grupo CS. De manera similar, se observó que en 
los días 1, 3, 5 y 7 p.i., el tratamiento con DEX suprimió la síntesis de IL-1β y TNF-α, 
mientras que el tratamiento con RTX mantuvo los niveles en suero tanto de la IL-1β como 
del TNF-α similar al grupo CS, mostrando un efecto inmunomodulador, por parte de la 
RTX, sobre la respuesta inmune de tipo Th1. 
Con respecto a la respuesta inmune de tipo Th2, estudios in vitro han mostrado que los 
antígenos TSL-1 de T. spiralis son capaces de activar a las células dendríticas, induciendo 
la síntesis de citocinas Th2 como la IL-4, IL-10 e IL-13 (Gruden-Movsesijan et al. 2011; 
Ilic et al. 2008, 2011; Cvetkovic et al. 2016). Así mismo, estudios en modelos in vivo han 
demostrado que durante la infección por T. spiralis hay un incremento significativo en la 
síntesis de IL-4, IL-10 e IL-13 (Gentilini et al. 2011; Yu et al. 2013; Roy et al. 2016). Con 
base a la importancia que representa la respuesta inmune Th2 durante la infección por T. 
spiralis, ya que es una respuesta inmune protectora y responsable de la expulsión del 
parásito (Ilic et al. 2012), en este estudio evaluamos el perfil de citocinas Th2 tales como 
la IL-4, IL-10 e IL-13, durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis, y 
observamos que los niveles en suero de IL-4 incrementaron significativamente los días 3, 
5 y 7 p.i. Con respecto a la IL-10, también se observó un incremento significativo de los 
niveles en suero el día 1 p.i., mientras que los niveles en suero de IL-13 incrementaron 
significativamente los días 5 y 7 p.i. (Figura 12). 
La resistencia a la mayoría de los nematodos gastrointestinales está mediada por las 
respuestas de citocinas Th2 (Wynn 2003). En la infección por T. spiralis, la IL-13, el IL-
4Rα y la IL-4 desempeñan un papel importante, ya que son necesarias para la generación 
de la respuesta inmune Th2. Estudios han mostrado que en ratones infectados con T. 
spiralis la IL-4 e IL-13 inducen la hiper-contractilidad de las células musculares del 
yeyuno y la mastocitosis intestinal promoviendo la expulsión del parásito, a través de la 
activación de la vía del factor de transcripción STAT-6, observándose la expresión del IL-
4Rα (Urban et al. 2000; Akiho et al. 2002). Además, otro estudio mostró que la IL-13 
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derivada de células NK intraepiteliales, es responsable del desarrollo de la patología 
intestinal que caracteriza la infección intestinal por T. spiralis (McDermott et al. 2005). 
Tanto el IL-4Rα, la IL-4 e IL-13 han sido ampliamente estudiados en la respuesta 
inmunológica en contra de T. spiralis a nivel intestinal, en diferentes cepas de ratones, las 
cuales difieren en su capacidad de montar una respuesta inmune Th2. La deficiencia del 
IL-R4α en ratones infectados con T. spiralis dio como resultado una reducción sustancial 
de la expulsión intestinal del parásito, de la patología intestinal y la respuesta inmune Th2 
(Scales et al. 2007). De manera similar, la deficiencia de IL-4 e IL-13 en ratones (cepas 
C57BL/6 y BALB/c, respectivamente) infectados con T. spiralis, resultó en una reducción 
de la expulsión intestinal del parásito, mastocitosis y de la patología intestinal (Scales et 
al. 2007; Ierna et al. 2008). Sin embargo, otro estudio en ratones C57BL/6 deficientes de 
IL-4 mostró un retraso significativo en la expulsión intestinal del parásito, pero con un 
aumento de la patología intestinal (Lawrence et al. 1998). Mientras que en ratones 
BALB/c deficientes de IL-4, no hubo diferencia en el desarrollo de la patología intestinal 
ni de la expulsión intestinal del parásito comparadas con los ratones de tipo salvaje (Scales 
et al. 2007). Por lo tanto, estos estudios sugieren que tanto el IL-4Rα, como las IL-4 e IL-
13 pueden regular la inducción de la respuesta inmune Th2 protectora y la inflamación 
intestinal, ambas asociadas con la expulsión de T. spiralis (Ierna et al. 2008), y que el 
genotipo del hospedero es importante en la función individual de las citocinas. Por lo que 
estas diferencias genotípicas pueden ser un componente importante en el desarrollo de la 
protección del hospedero (Scales et al. 2007). 
Con respecto a la IL-10, una investigación reciente mostró que el ARNm de IL-10 se 
expresó durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis (Bakir et al. 2017). Así 
mismo, en otro estudio se observó que en ratones C57BL/6 knockout de IL-10 y ratones 
normales tratados con un anticuerpo neutralizante anti-receptor de IL-10 fueron altamente 
susceptibles a la infección por T. spiralis, mostrando un retraso significativo en la 
expulsión de parásitos adultos de T. spiralis. El agotamiento de la IL-10 dio como 
resultado respuestas elevadas de citocinas Th1/Th2, con una reducción significativa del 
número de mastocitos en la mucosa del yeyuno y un incremento significativo de la carga 
parasitaria muscular (Helmby y Grencis 2003). 
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Cuando se administró una dosis de DEX, se observó que le día 1 p.i. los niveles de IL-4 
incrementaron significativamente comparados con el grupo CITsp-1. Sin embargo, con 
dos y tres dosis de DEX (días 3 y 5 p.i.), los niveles de IL-4 disminuyeron 
significativamente comparados con el grupo CITsp, manteniéndose similares al grupo CS. 
Para el día 7 p.i. (3 dosis de DEX), los niveles en suero de IL-4 fueron similares a los 
grupos CITsp-4 y CS (Figura 17). Esto muestra como el tratamiento con DEX modula la 
síntesis de IL-4, mostrando una fina regulación a la baja. Con respecto a la IL-10, se 
observó que en los cuatro tratamientos con DEX no se modificaron significativamente los 
niveles en suero de IL-10 comparados con los grupos CITsp1-4 y CS (Figura 18). Mientras 
que los niveles en suero de IL-13 incrementaron significativamente con una (día 1 p.i.) y 
tres dosis (días 3, 5 y 7 p.i.) de DEX (Figura 19). 
En general, nuestros resultados coinciden con estudios realizados sobre el efecto de la 
DEX sobre la síntesis de las IL-4, IL-10 e IL-13. En un estudio se observó que en la línea 
celular de mastocitos leucémicos humanos (HMC)-1 al ser estimuladas con Ionomicina 
(ionóforo de calcio) potenció significativamente la síntesis del ARNm de IL-4, las cuales 
al ser tratadas con DEX no se observó efecto sobre los niveles del ARNm de IL-4 
(Warbrick et al. 1997). Sin embargo, otro estudio en células de bazo procedentes de 
ratones BALB/c inmunizados con hemocianina de la lapa californiana (KLH, keyhole 
limpet), se observó que la DEX suprimió la producción de IL-4 (Moynihan et al. 1998). 
Otro estudio in vitro mostró que, en células sanguíneas procedentes de individuos sanos, 
que fueron previamente estimuladas con LPS, la DEX inhibió significativamente la 
secreción de IL-4 e IL-10 (Franchimont et al. 1998). 
En otra investigación en la cual se indujo la expresión del IL-4R en linfocitos humanos a 
través de la activación de proteína quinasa (PK)-C con miristato acetato de forbol (PMA) 
o activando la vía Janus cinasa-Stat con IL-4, se observó que el tratamiento farmacológico 
con DEX inhibió significativamente los niveles de ARNm y proteína de IL-4Rα inducido 
por el PMA en las células mononucleares totales de sangre periférica y en las células T 
aisladas. La DEX también disminuyó la expresión de IL-4Rα inducida por la IL-4 en la 
superficie de linfocitos T y B aislados (Mozo et al. 1998). Sin embargo, un estudio revelo 
que la DEX indujo poblaciones de células T-CD4 y CD8, sintetizando niveles elevados 
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de IL-10, pero con una reducción en gran medida de la síntesis de IL-4 (Richards et al. 
2000). De manera similar, otro estudio mostro que la DEX reguló al alza la producción 
tanto del ARNm y proteína de la IL-10, debido al incremento de la transcripción génica 
en monocitos. Por lo tanto, los niveles de transcripción de IL-10, se cree están regulados 
positivamente por los GC, probablemente a través de la unión del GC-GR a la secuencia 
GRE en el promotor de la IL-10 (Mozo et al. 2004). 
Con respecto a la IL-13, un estudio mostró que en tejido pulmonar de ratones A/J 
inmunizados con ovoalbúmina la DEX redujo de manera significativa los niveles de IL-
13 (Eum et al. 2003). Por otro lado, otra investigación reveló un efecto similar en la línea 
celular de mastocitos de pulmón humano (HMC)-1, mostrando que estas células son 
capaces de producir IL-13 y que el tratamiento con DEX suprime la producción de IL-13 
por estas células a través de una acción inhibidora en la expresión génica (Fushimi et al. 
1998). Estas investigaciones muestran como la DEX puede modular la síntesis de 
citocinas Th2, ya sea suprimiendo o favoreciendo su síntesis, dependiente el modelo 
experimental y/o ambiente molecular. En nuestro modelo, se observa como la DEX regula 
finamente la respuesta inmune Th2, suprimiendo la síntesis de IL-4 y favoreciendo la 
síntesis de IL-13. 
Con respecto al tratamiento con RTX, esta es la primera vez que se reporta un efecto 
modulador de la RTX sobre la síntesis de citocinas Th2. Nuestros resultados muestran 
como el tratamiento con diferentes dosis de RTX incrementa significativamente los 
niveles en suero de IL-4, IL-10 e IL-13. Debido a que no existen reportes en la literatura 
sobre el efecto de la RTX sobre la producción de citocinas Th2, quizá el incremento de la 
producción de IL-4, IL-10 e IL-13, pudiera estar asociado con la regulación a la baja de 
citocinas Th1, resultado del tratamiento con RTX, ya que al inhibir la síntesis de INF-γ e 
IL-12, esto puede conducir y favorecer la polarización hacía una respuesta inmune de tipo 
Th2. Sin embargo, los mecanismos subyacentes del efecto modulador de la RTX sobre la 
producción de citocinas Th2 siguen siendo una pregunta abierta para futuras 
investigaciones. 
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Durante la respuesta inflamatoria asociada a la infección por helmintos, las células 
inflamatorias como los eosinófilos son prominentes (Rothenberg y Hogan 2006). En este 
estudio, se evaluó el número de eosinófilos en sangre (Figura 20) y en tejido intestinal 
(Figuras 21) durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis. Las células T son 
estimuladas por antígenos TSL-1 de T. spiralis lo que conduce a la liberación de citocinas 
como las IL-4 e IL-5, las cuales inducen la diferenciación terminal y proliferación de 
eosinófilos (Bruschi et al. 2008), favoreciendo la hiperplasia intestinal de eosinófilos 
durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis (Vallance et al. 2000, 1999; Suzuki 
et al. 2008), promoviendo así la respuesta inflamatoria. En el presente estudio, se observó 
un aumento significativo en el número de eosinófilos en sangre y en tejido intestinal 
durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis.  
Cuando se administraron los cuatro tratamientos con DEX en la fase intestinal, se observó 
que el número de eosinófilos en sangre y en tejido intestinal disminuyó significativamente. 
Se sabe que la DEX induce apoptosis de eosinófilos, a través del incremento de la 
actividad de las caspasas 2, 3, 6 y 8 (Arai et al. 2000), inhibiendo su supervivencia (Barnes 
2011) de manera dosis-dependiente (Lamas et al. 1991), lo cual coincide con nuestros 
resultados sobre el efecto farmacológico observado en el tratamiento con DEX. 
Por otro lado, se observó que el tratamiento con RTX exhibió un efecto similar al 
tratamiento con DEX, disminuyendo significativamente el número de eosinófilos en 
sangre los días 1 y 5 p.i., y en tejido intestinal los días 5 y 7 p.i. Sin embargo, el tratamiento 
con RTX disminuyó más el número de eosinófilos en sangre los días 3 y 7 p.i., y en tejido 
intestinal el día 3 p.i., mientras que el día 10 p.i. el tratamiento con DEX disminuyó más 
el número de eosinófilos en tejido intestinal que el tratamiento con RTX. No obstante, en 
general, ambos tratamientos mostraron efectos similares disminuyendo significativamente 
el número de eosinófilos en sangre y tejido intestinal durante la fase intestinal de la 
infección por T. spiralis. Estudios previos han asociado la supervivencia de eosinófilos 
con la producción de TNF-α, ya que el TNF-α derivado de mastocitos induce la 
supervivencia de eosinófilos a través de la producción autocrina del GM-CSF (Levi-
Schaffer et al. 1998), el cual también está involucrado en la adhesión de células 
endoteliales e induce la activación, degranulación y producción de citocinas de eosinófilos 
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(Uings et al., 2005). Además, en un estudio reciente, se observó que el tratamiento con 
RTX en la fase intestinal de la infección por T. spiralis disminuyó significativamente 
ambos, los niveles en suero de TNF-α y el número de eosinófilos en sangre (Muñoz‐
Carrillo et al. 2017). En este estudio, también se observó que el tratamiento con RTX 
disminuyó simultáneamente los niveles de TNF-α y el número de eosinófilos en sangre y 
tejido intestinal, lo que, junto con los resultados reportados en la literatura, nos permite 
suponer que la disminución de los eosinófilos, tanto en sangre como en tejido intestinal, 
podría estar asociada con el efecto de RTX en la síntesis de TNF-α (Figura 30), aunque se 
necesitan más estudios para confirmar esta hipótesis. 
Actualmente los GC son utilizados como tratamiento farmacológico para la respuesta 
inflamatoria durante la trichinellosis. Sin embargo, su uso terapéutico está limitado debido 
a que previos estudios han mostrado que los GC favorecen la infección por T. spiralis. Un 
estudio mostró que las ratas tratadas con betametasona fueron más susceptibles a la 
infección por T. spiralis, ya que se observó un aumento significativo de la carga parasitaria 
en comparación con el grupo control infectado (Alvarado et al. 1996).  Otro estudio, 
mostró resultados similares, donde se observó que el tratamiento con DEX aumentó la 
proporción de linfocitos apoptóticos y necróticos, así como el número de larvas en tejido 
muscular en ratones tratados con DEX (Piekarska et al. 2010). En un estudio reciente, se 
observó que el tratamiento con DEX en la fase intestinal de la infección por T. spiralis 
incremento significativamente la implantación de L1 en tejido muscular, así como la carga 
parasitaria (Muñoz‐Carrillo et al. 2017). Nuestros resultados coinciden con estas 
investigaciones, ya que en este estudio se observó que el tratamiento con DEX durante la 
fase intestinal, aumentó significativamente de manera dosis-dependiente tanto la 
implantación de L1, así como la carga parasitaria de T. spiralis. Esto debido a la supresión 
sistémica de la respuesta inmune del hospedero por el tratamiento con DEX. 
Con respecto a la RTX, un estudio reciente mostró que el tratamiento con RTX en la fase 
intestinal de la infección por T. spiralis disminuyó significativamente tanto la 
implantación de L1 en tejido muscular, así como la carga parasitaria de T. spiralis 
(Muñoz‐Carrillo et al. 2017). Este estudio coincide con nuestros resultados ya que, de 
igual manera, en el presente estudio se observó que el tratamiento con RTX en fase 
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intestinal disminuyó significativamente tanto la implantación de L1 en tejido muscular, 
así como la carga parasitaria de manera dosis-dependiente (Figura 30). 
Diversos estudios han mostrado, que la ausencia de eosinófilos disminuye la carga 
parasitaria en la infección por T. spiralis (Fabre et al. 2009) y que los eosinófilos pueden 
influir en la respuesta inmune de manera que sostienen la infección crónica y aseguran la 
supervivencia del parásito en el hospedero (Huang et al. 2014, 2015a, 2015b). Basándose 
en estos estudios y nuestros resultados, emerge la hipótesis de que la reducción de la carga 
parasitaria está asociada al tratamiento con RTX, ya que éste disminuye el número de 
eosinófilos en la sangre y tejido intestinal, así como la producción sistémica de citocinas 
Th1, lo que a su vez favorece la producción de citocinas Th2, exhibiendo de esta manera 
un efecto protector frente a la infección por T. spiralis. 
Con el propósito de elucidar un poco más el efecto protector del tratamiento con RTX en 
la fase intestinal de la infección por T. spiralis, en este estudio se evaluó el efecto de la 
RTX sobre el número de mastocitos en tejido intestinal, así como la expulsión intestinal 
de T. spiralis, ya que se sabe que los mastocitos, como parte de la respuesta inmune Th2, 
están involucrados en la expulsión de T. spiralis (Knight et al. 2000; Lawrence et al. 2004; 
Knight et al. 2008).  
Diversos estudios han mostrado que durante la fase intestinal de la infección por T. spiralis 
hay un incremento en el número de mastocitos (Gentilini et al. 2011) en tejido intestinal 
(Roy et al. 2016), observándose al mismo tiempo una reducción en el número de parásitos 
adultos de T. spiralis (Alizadeh y Wakelin 1982; Lawrence et al. 1998; Vallance et al. 
1999; Vallance et al. 2000), lo que indica que la mastocitosis intestinal favorece la 
expulsión intestinal de T. spiralis (Gurish et al. 2004; Suzuki et al. 2008). En la figura 25 
se observa que el día 0 p.i. las ratas fueron infectadas vía oral con 500 L1. Según el ciclo 
biológico de T. spiralis, aproximadamente del día 1 al 2 p.i., las L1 maduran a parásitos 
adultos de T. spiralis (Theodoropoulos y Petrakos 2010); nuestros resultados revelaron 
que para el día 3 p.i. hay en promedio el mismo número de parásitos adultos de T. spiralis 
(474 ± 35) que de L1 (500 L1) con las cuales se infectó nuestro modelo experimental; lo 
que siguiere que para el día 3 p.i. aún no ocurre la expulsión de los parásitos adultos de T. 
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spiralis. Posteriormente, se observó que para el día 5 p.i., disminuyó significativamente 
el número de parásitos adultos de T. spiralis en tejido intestinal, comparado con el día 3 
p.i.; expulsando aproximadamente 206 ± 6 parásitos adultos de T. spiralis, lo que 
representa el 43%. Para los días 7 y 10 p.i., ya no se observó expulsión intestinal de 
parásitos adultos de T. spiralis. Paralelamente, se observó que en los días 3 y 5 p.i. hubo 
un incremento significativo del número de mastocitos en tejido intestinal (Figura 23), por 
lo que nuestros resultados coinciden con lo reportado en la literatura, ya que en nuestro 
modelo experimental se puede observar que durante la fase intestinal de la infección por 
T. spiralis el número de mastocitos incrementó significativamente, favoreciendo la 
expulsión de adultos de T. spiralis. 
Los parásitos adultos de T. spiralis que sobrevivieron a la expulsión intestinal (268 ± 32) 
fueron sexados y se encontró una relación 2:1 hembra/macho, los cuales fueron suficientes 
para producir una carga parasitaria muscular alta (Figuras 27 y 28). Esto se debe a que 
cada parásito adulto hembra es capaz de reproducir un promedio de 80 LRN de T. spiralis, 
las cuales se diferenciarán en L1 en el tejido muscular (Moreno et al. 2009), que 
multiplicado por el número de hembras adultas (179 ± 21) de T. spiralis que no fueron 
expulsadas da un total de 14, 320 ± 2, 560 LI; este cálculo hipotético, basado en el estudio 
realizado por Moreno et al. (2009) coindice con nuestros resultados, ya que para el día 28 
p.i., se observó que el grupo CITsp-5 presentó una carga parasitaria de 14, 500 ± 2, 872 
LI (Figura 28). 
Cuando se administraron las cuatro dosis de DEX, se observó que ningún tratamiento 
presentó diferencia significativa en el número de mastocitos en tejido intestinal, 
comparados con los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4 (Figura 24), es decir, 
que el tratamiento con DEX no modifico la mastocitosis intestinal. Sin embargo, se 
observó que estos grupos tratados con DEX, no fueron capaces de expulsar a los parásitos 
adultos de T. spiralis, manteniendo en los cuatro tratamientos un promedio de adultos 
similar a los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4 (Figura 26). Este efecto 
farmacológico por parte de la DEX puede explicarse con base a diversos puntos: 1) debido 
a que los mastocitos expresan el receptor de IgE (FcεRI) (Kawakami y Galli 2002), estas 
células responden a la IgE, liberando sus gránulos, los cuales contienen mediadores 
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proinflamatorios preformados y/o sintetizados de novo (Collado-Escobar et al. 1990; 
Wershil et al. 1995; Rider et al. 1996; Andrade et al. 2004), como el TNF-α, IL-4 e IL-5, 
lo que favorece la respuesta inflamatoria. En este contexto, los glucocorticoides como la 
DEX, actúan en los mastocitos inhibiendo la expresión del receptor FcεRI (Irani et al. 
1995; Yamaguchi et al. 2001), impidiendo su degranulación o exocitosis de manera dosis-
dependiente (Mori et al. 2016); 2) así mismo, también la DEX actúa suprimiendo la 
síntesis de diversas citocinas derivadas de mastocitos, como el TNF-α, IL-4 e IL-5, a nivel 
post-tradiccional (Sewell et al. 1998; Koranteng et al. 2004) y; 3) se ha observado que la 
DEX inhibe el desarrollo y proliferación de mastocitos (Irani et al. 1995; Smith et al. 
2002), inhibiendo el factor de células madre (SCF) (Finotto et al. 1997; Jeong et al. 2003), 
el cual es un factor de crecimiento crucial en la biología de los mastocitos, ya que regula 
diversas funciones celulares como la proliferación, diferenciación, supervivencia, 
adhesión, y liberación de mediadores proinflamatorios (Irani et al. 1992). Por lo anterior, 
al inhibir la proliferación, degranulación y liberación de citocinas como la IL-4 de 
mastocitos, conduce a que el hospedero sea incapaz de expulsar a los parásitos adultos de 
T. spiralis, ya que estudios han mostrado que en modelos de ratones knockout de 
mastocitos e IL-4 fueron incapaces de expulsar a los parásitos adultos de T. spiralis 
(Lawrence et al. 1998; Vallance et al. 2000; Ierna et al. 2008). 
Con respecto al tratamiento con RTX, se observó el efecto contrario al tratamiento con 
DEX, ya que en los cuatro tratamientos con RTX incrementó significativamente el número 
de mastocitos en tejido intestinal (Figura 24); y al mismo tiempo se observó una reducción 
significativa en el número de parásitos adultos de T. spiralis (Figuras 26), comparados 
con los grupos tratados con DEX y los grupos CITsp-1, CITsp-2, CITsp-3 y CITsp-4. Esta 
es la primera vez que un estudio muestra como la RTX favorece la mastocitosis intestinal 
y a su vez la expulsión intestinal de T. spiralis (Figura 30), razón por la cual se observa 
que en la fase muscular de la infección el tratamiento con RTX disminuye 
significativamente la implantación de L1 y carga parasitaria de T. spiralis en tejido 
muscular (Figuras 27 y 28). Quizá este efecto protector por parte de la RTX frente a la 
infección por T. spiralis se deba a que: 1) la RTX reguló a la baja a la respuesta inmune 
Th1, favoreciendo a su vez a la polarización de la respuesta inmune Th2, ya que 
incrementaron significativamente los niveles de IL-4, IL-10 e IL-13; 2) a su vez el 
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tratamiento con RTX redujo significativamente el número de eosinófilos e incremento 
significativamente el número de mastocitos; 3) favoreciendo la expulsión intestinal del 
parásito con una reducción significativa de la carga parasitaria (Figura 30). 
 
Figura 30. Modulación de las respuestas inmunes Th1/Th2 por parte de la resiniferatoxina frente 
a la infección por T. spiralis. A) RTX modula la respuesta inmune de tipo Th1, a través de la 
disminución de citocinas Th1 (proinflamatorias) como la IL-12, INF-γ, IL-1β y TNF-α, además 
de la eosinofilia, lo que resulta en una disminución de la patología intestinal, en la fase intestinal. 
B) El tratamiento con RTX favorece la síntesis de citocinas Th2, como IL-4, IL-10 e IL-13. Así 
mismo, favorece tanto la hiperplasia de mastocitos en tejido intestinal, como la expulsión de los 
parásitos adultos de T. spiralis, observándose una reducción de la implantación de L1 y carga 
parasitaria en la fase muscular de la infección por T. spiralis, exhibiendo así un efecto protector 
por parte de la RTX frente a la infección por T. spiralis. Basado en los resultados y discusión de 
este trabajo, este es un modelo propuesto por Muñoz-Carrillo José Luis. 
Finalmente, mostramos por primera vez que el tratamiento con RTX afectó la viabilidad 
de las L1 de T. spiralis, disminuyendo significativamente su capacidad infectiva, ya que 
en este estudio se observó que en ratones BALB/c infectados con L1 de T. spiralis 
previamente tratadas con RTX (rTsp-RTX-1, rTsp-RTX-2, rTsp-RTX-3 y rTsp-RTX-4), 
mostraron una reducción significativa de la carga parasitaria comparado con el grupo 
rCITsp, infectado con L1 del grupo CITsp-5 y con los grupos control infectados con L1 
previamente tratadas con DEX (rTsp-DEX-1, rTsp-DEX-2, rTsp-DEX-3 y rTsp-DEX-4). 
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XIV. CONCLUSIONES 
El tratamiento con resiniferatoxina muestra un efecto inmunomodulador durante la 
respuesta inmune primaria a nivel intestinal, protegiendo al hospedero frente a la infección 
por T. spiralis, debido a que el tratamiento con resiniferatoxina: 
1. Modula la respuesta inmune Th1, inhibiendo significativamente la producción de 
citocinas Th1, como la IL-12, INF-γ, IL-1β y TNF-α. 
2. Favorece la respuesta inmune Th2, a través del incremento significativo de la 
síntesis de citocinas IL-4, IL-10 e IL13. 
3. Afecta a poblaciones de células inmunes innatas, ya que disminuyó 
significativamente el número de eosinófilos en sangre y tejido intestinal, y a su vez 
incremento significativamente el número de mastocitos en tejido intestinal,  
4. Favorece la expulsión intestinal de parásitos adultos de T. spiralis, en fase 
intestinal, disminuyendo el número de L1 y carga parasitaria en tejido muscular, 
en la fase muscular de la infección por T. spiralis. 
5. Afecta la viabilidad y capacidad infectiva de las L1, alternado el ciclo de vida de 
T. spiralis en otros hospederos, como el ratón, reduciendo la carga parasitaria 
muscular. 
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XV. PERSPECTIVAS 
De acuerdo con los resultados obtenidos, es necesario realizar más investigaciones futuras 
para ayudar a comprender los mecanismos subyacentes de la resiniferatoxina sobre la 
modulación de las respuestas inmunes Th1 (inflamatoria) y Th2; lo que nos permitirá 
evaluar su uso terapéutico, colocándola como una droga potencial para el tratamiento de 
enfermedades inflamatorias. 
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M. en C. José Luis Muñoz Carrillo 
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PRIMARIA A NIVEL INTESTINAL DE UN MODELO MURINO 
INFECTADO CON Trichinella spiralis. 
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Biomedicina. 
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the Th1 immune response and protects the host during intestinal nematode 
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17.4. Distinciones y premios durante estudios de Doctorado: 
1. RECONOCIMIENTO POR TRAYECTORIA ACADÉMICA COMO 
JOVEN INVESTIGADOR por la Cámara de Diputados de LXIII Legislatura, 
León Guanajuato, 30 de septiembre 2017. 
2. MIEMBRO DE LA SOCIEDAD MEXICANA DE INMUNOLOGÍA (SMI), 
como estudiante de posgrado periodo 2015-2016. Actualmente miembro activo de 
la SMI 2017. 
3. PRIMER LUGAR en el Concurso de Carteles Científicos en el 16° Seminario de 
Investigación, con el trabajo científico titulado “Evaluación del papel 
inmunomodulador de la resiniferatoxina durante la respuesta inmune 
primaria a nivel intestinal de un modelo murino infectado con Trichinella 
spiralis”, a través de la Dirección General de Investigación y Posgrado de la 
Universidad Autónoma de Aguascalientes, en la Mesa de Ciencias 
Biomédicas, junio del 2015. 
4. PRIMER LUGAR en el Concurso de Carteles Científicos en el IV Simposio 
Nacional de Ciencias Químico Biológicas, con el trabajo científico titulado 
“Evaluación del papel inmunomodulador de la resiniferatoxina durante la 
respuesta inmune primaria a nivel intestinal de un modelo murino infectado 
con Trichinella spiralis”, a través del Consejo Zacatecano de Ciencia, 
Tecnología e Innovación (COZCyT), y del Cuerpo Académico de Fisiopatología 
Celular y Molecular de la Universidad Autónoma de Zacatecas, los días 19 al 
21 de octubre del 2016. 
5. Participación como Jurado del Concurso de carteles en el IV Simposio 
Nacional de Ciencias Químico-Biológicas a través del Consejo Zacatecano de 
Ciencia, Tecnología e Innovación (COZCyT), y del Cuerpo Académico de 
Fisiopatología Celular y Molecular de la Universidad Autónoma de Zacatecas, 
los días 19 al 21 de octubre del 2016. 
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17.5. Estancias Nacionales de Investigación durante el Doctorado. 
1. Estancia Nacional de Investigación por el Consejo Nacional de Ciencia y 
Tecnología (CONACYT) en el Laboratorio de Biología Celular y Microbiología 
de la Universidad Autónoma de Zacatecas, del 01 de julio al 31 de diciembre del 
2015. Carta de aceptación por CONACYT. 
2. Estancia Nacional de Investigación por el Consejo Nacional de Ciencia y 
Tecnología (CONACYT) en el Laboratorio de Biología Celular y Microbiología 
de la Universidad Autónoma de Zacatecas, del 01 de junio al 30 de noviembre del 
2016. Carta de aceptación por CONACYT. 
17.6. Cursos Nacionales e Internacionales y Diplomados durante el Doctorado. 
1. Realización del Curso Nacional Básico de Inmunología a través de la Sociedad 
Mexicana de Inmunología en el Instituto Mexicano del Seguro Social (IMSS) 
Oaxtepec, Morelos del 25 al 27 de enero del 2016 en la Ciudad de México. 
2. Realización del Curso Nacional Avanzado de Inmunología a través de la 
Sociedad Mexicana de Inmunología en la Facultad de Química de la 
Universidad Nacional Autónoma de México (UNAM) del 25 al 27 de noviembre 
del 2015 en la Ciudad de México. 
3. Realización del Curso Internacional Enfermedades Parasitarias Transmitidas 
por Alimentos desarrollado del 1 de octubre al 10 de noviembre del 2015, a través 
de WINER LAB. Aprobado con 95.24. 
4. Realización del Curso Internacional Tópicos de Parasitología: Parásitos del 
Tracto Gastrointestinal Humano desarrollado del 1 de agosto al 10 de 
septiembre del 2015, a través de WINER LAB. Aprobado con 84.17. Certificado. 
5. Asistencia al Curso Nacional “Actualidades en Microbiología” en la CIII 
Reunión de la Asociación Mexicana de Profesores de Microbiología y 
Parasitología “Dr. Manuel Gutiérrez Quiroz” y XIV Congreso nacional de 
Estudiantes, del 26 al 28 de marzo del 2015 en la Universidad Autónoma de 
Aguascalientes. 
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6. Realización del Curso Internacional Enfermedades Parasitarias Transmitidas 
por Alimentos desarrollado del 1 de agosto al 10 de septiembre del 2014, a través 
de WINER LAB. Aprobado con 90.48. 
7. Acreditación del IV Curso Internacional de Inmunidad innata contra 
Patógenos – Modulo Teórico del 1 al 6 de septiembre del 2014, por la 
Universidad Autónoma de Aguascalientes y el Instituto Pasteur de Francia. 
8. Acreditación del IV Curso Internacional de Inmunidad innata contra 
Patógenos – Modulo Práctico: Análisis de células y moléculas en el proceso 
inflamatorio agudo en el sitio de la infección, del 8 al 12 de septiembre del 2014, 
por la Universidad Autónoma de Aguascalientes y el Instituto Pasteur de 
Francia. 
9. Realización del Curso Nacional “Diagnóstico Molecular de Agentes 
Infecciosos de Transmisión Sexual en Tiempo Real” impartido en el marco de 
la Escuela de Verano UAZ-SPAUAZ 2014 de la Universidad Autónoma de 
Zacatecas, del 17 de junio al 5 de julio. 
10. Diplomado en “Cultura Ambiental y Desarrollo Sostenible” realizado del 21 de 
marzo al 4 de julio del 2014, por la Coordinación de Vinculación de la Universidad 
Autónoma de Zacatecas, con la Tesina titulada “Residuos peligrosos en el área 
de Ciencias Biológicas de la Universidad Autónoma de Nuevo León y 
Zacatecas”. Tesina y Diploma. 
17.7. Participación y Asistencia en Congresos Nacionales e Internacionales. 
1. Ponencia Oral: Resiniferatoxin modulates the Th1 immune response and 
protects the host during intestinal nematode infection, en el marco del 8vo 
Congreso Internacional la Investigación en el Posgrado, a través de la 
Dirección General de Investigación y Posgrado de la Universidad Autónoma de 
Aguascalientes. Octubre 2017. 
2. Ponencia Oral: Resiniferatoxin promotes worm expulsion in T. spiralis-
infected rats by Th2-modulation cytokines, en el marco del 8vo Congreso 
Internacional la Investigación en el Posgrado, a través de la Dirección General 
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de Investigación y Posgrado de la Universidad Autónoma de Aguascalientes. 
Octubre 2017. 
3. Participación con la Poster Científico titulado “Evaluation of the 
immunomodulatory role of resiniferatoxin during the primary immune 
response at the intestinal level of a murine model infected with Trichinella 
spiralis” presentando en el BIT´S 15TH Annual Congress of International 
Drug Discovery Science and Technology-2017-JAPAN, del 25 al 27 de julio del 
2017, en Osaka, Japón. 
4. Participación con la Poster Científico titulado “Evaluation of the 
immunomodulatory role of resiniferatoxin during the primary immune 
response at the intestinal level of a murine model infected with Trichinella 
spiralis” presentado en el BIT’s Annual World Congress of Molecular and Cell 
Biology-2017-CHINA, del 25 al 27 de abril del 2017, en Xi’an, China. 
5. Participación como Ponente en la conferencia “Resiniferatoxina: un nuevo 
fármaco potencial para el tratamiento de las enfermedades inflamatorias” 
como parte de las actividades del III Simposium Internacional de Ingeniería 
Bioquímica en el marco de la Universidad Internacional de Verano 2017 de 
la Universidad de Guadalajara, el día 30 de mayo del 2017. 
6. Participación en la 1ra Jornada de Investigación en Ciencias Biológicas con la 
Ponencia titulada “Evaluación del papel inmunomodulador de la 
resiniferatoxina durante la respuesta inmune primaria a nivel intestinal de 
un modelo murino infectado con Trichinella spiralis” a través del Laboratorio 
de Bioquímica Molecular e Inmunología de la Universidad Autónoma de 
Zacatecas, los días 1 y 2 de diciembre del 2016. 
7. Participación con el Trabajo de Investigación en modalidad cartel titulado 
“Resiniferatoxina: promueve la expulsión de parásitos adultos en ratas 
infectadas con Trichinella spiralis y reduce la infectividad de L1 de 
Trichinella spiralis en ratones BALB/c”, durante el 2do Congreso Nacional de 
Investigaciones Microbiológicas, llevado a cabo del 7 al 9 de noviembre del 2016 
en la Benemérita Universidad Autónoma de Puebla en Puebla, Puebla, México. 
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8. Participación al IV Simposio Nacional de Ciencias Químico-Biológicas con el 
Cartel Científico titulado “Evaluación del papel inmunomodulador de la 
resiniferatoxina durante la respuesta inmune primaria a nivel intestinal de 
un modelo murino infectado con Trichinella spiralis” del 19 al 21 de octubre 
del 2016. 
9. Participación en la Modalidad Cartel, titulado “Evaluación del papel 
inmunomodulador de la resiniferatoxina durante la respuesta inmune 
primaria a nivel intestinal de un modelo murino infectado con Trichinella 
spiralis” en la mesa de Ciencias Biomédicas, en el 7mo Congreso Internacional 
“La Investigación en el Posgrado” a través de la Universidad Autónoma de 
Aguascalientes y el Consejo Nacional de Ciencia y Tecnología (CONACYT), 
los días 12, 13 y 14 de octubre del 2016. 
10. Participación y Asistencia en el XXII Congreso Nacional de Inmunología, 
celebrado del 19 al 23 de abril 2016, en Zacatecas, Zacatecas. 
11. Participación como Ponente en la Modalidad Cartel Científico en la mesa de 
Ciencias Biomédicas con el Trabajo titulado “Evaluación del papel 
inmunomodulador de la resiniferatoxina durante la respuesta inmune 
primaria a nivel intestinal de un modelo murino infectado con Trichinella 
spiralis” a través de la Dirección general de Investigación y Posgrado de la 
Universidad Autónoma de Aguascalientes en el marco del 16° Seminario de 
Investigación. 
12. Asistencia y Participación en la Exhibición de Carteles Científicos con el trabajo 
“Evaluation of the anti-inflammatory activity of resiniferatoxin in intestinal 
phase of Trichinella spiralis infection in a murine model” durante la 4ta Expo 
Científica CTR 2015 que se llevó a cabo en el Centro de Convenciones “Cinia 
González Diez” los días 28 y 29 de mayo del 2015 en la Ciudad de México. 
13. Asistencia al “1er Congreso Nacional de Investigaciones Microbiológicas” a 
través de la Benemérita Universidad Autónoma de Puebla en el marco del 26 
al 28 de noviembre del 2014, Puebla, Puebla. 
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14. Asistencia y Participación en el XXII Congreso Latinoamericano de 
Microbiología y 4 Congreso Colombiano de Microbiología en Cartagena, 
Colombia, del 5 al 8 del 2014. 
15. Participación con el Trabajo libre modalidad Ponencia titulado “La 
Trichinellosis como Enfermedad Parasitaria Transmitida por Alimentos”, en 
el marco del II Simposio Internacional de Cultura Ambiental y Desarrollo 
Sostenible”, los días 8, 9 y 10 de octubre del 2014. 
16. Participación con el Trabajo libre modalidad Ponencia titulado “Residuos 
peligrosos en el Área de Ciencias Biológicas de la Universidad Autónoma de 
Nuevo León y Zacatecas”, en el marco del II Simposio Internacional de 
Cultura Ambiental y Desarrollo Sostenible”, del 8 al 10 de octubre del 2014. 
17.8. Experiencia Profesional y Gestión Académica. 
I. Miembro Numerario de la Sociedad Mexicana de Inmunología. 
II. Presidente del Comité de Bioética y Responsable de Investigación de la 
Facultad de Odontología de la Escuela de Ciencias Biomédicas de la Universidad 
Cuauhtémoc Plantel Aguascalientes, de Diciembre del 2017 a la fecha. 
III. Presidente de la Académica de Herramientas Auxiliares de la Facultad de 
Odontología de la Escuela de Ciencias Biomédicas de la Universidad 
Cuauhtémoc Plantel Aguascalientes. 2017. 
IV. Vocal del Comité de Investigación de la Escuela de Medicina de la 
Universidad Autónoma de Durango Campus Zacatecas. 2016-2017. 
V. Docente de la Universidad Cuauhtémoc Plantel Aguascalientes desde enero 
del 2015 a la fecha, impartiendo las materias: Inmunología y Bioquímica en el 
posgrado de Especialidad en Endodoncia; y las materias de Técnicas de 
Comunicación e Investigación y Seminario de Investigación en la Licenciatura 
de Odontología; y la materia de Metodología de la Investigación en el posgrado 
de la Especialidad en Ortodoncia. 
VI. Docente de la Universidad Autónoma de Durango Campus Zacatecas. Agosto 
2015-octubre 2017, en la Licenciatura de Medicina General. impartiendo las 
materias: Genética Médica, Parasitología Médica, y Farmacología. 
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VII. Docente y Ponente Nacional en el Diplomado en Cosmiatría del Tecnológico 
ASPIDPRO® avalado por la Universidad Nacional Autónoma de México 
(UNAM) impartiendo los módulos de Química Cosmética, Producción 
Cosmética, Melanogénesis, Clínico-patología del Acné, Embriología de la 
Piel, de 2011 a la fecha (año 2017). 
